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Wachstum ist ein komplexer Prozess und wird auf vielen verschiedenen Ebenen kontrolliert
und limitiert. In der Literatur werden drei Haupterklärungen für das langsame jährliche
Wachstum polarer wechselwarmer Tiere diskutiert: 1. Der geschwindigkeitslimitierende
Effekt der Temperatur, 2. Die ansteigenden Kosten für den Basalstoffwechsel, wodurch
weniger Energie für Wachstum verfügbar ist (MCA), 3. Saisonale Ressourcenlimitierung.
Wachstum ist auf zellulärer Ebene eng an die Proteinbiosynthese gekoppelt. Der
geschwindigkeitslimitierende Effekt der Temperatur auf das Wachstum konnte auf zellulärer
Ebene sowohl für die kalt stenotherme Kammmuschel A. colbecki, als Vertreter der Everte-
braten, als auch für die antarktische Aalmutter P. brachycephalum, als Vertreter der Verte-
braten, ausgeschlossen worden. Die Proteinbiosynthese, gemessen in einem in vitro
System, war bei den antarktischen Arten im Vergleich zu den verwandten eurythermen
Arten, der europäischen Kammmuschel A. opercularis und der Nordsee Aalmutter Z.
viviparus, kältekompensiert.  Der kalt adaptierte Proteinsyntheseapparat der antarktischen P.
brachycephalum konnte jedoch innerhalb der Temperaturtoleranz der Art immer noch an
verschiedene Temperaturen angepasst werden. Kompensierte Proteinsynthesekapazitäten
werden in den antarktischen Kammmuscheln und Aalmuttern durch niedrige Aktivierungs-
energien und hohe RNA Translationskapazitäten erzielt, was für die Entwicklung eines
kosteneffizienten Wachstumsapparates spricht.
Antarktische Evertebraten haben im Vergleich zu verwandten Arten aus wärmeren
Gebieten höhere RNA Gehalte, was zu einer Überkompensation der Proteinsynthesekapa-
zitäten führt. Dieses Phänomen wurde bei Antarktischen Fischen noch nicht beobachtet und
könnte eine für die Evertebraten spezifische Anpassung an die antarktischen Bedingungen
sein. Hohe RNA Gehalte in den Geweben, zusammen mit hohen RNA Translationskapazi-
täten, sorgen im Sommer für eine hohe Syntheseleistung, die durch niedrige Protein- und
RNA-Umsatzraten in der permanenten Kälte noch begünstigt werden. Mit Hilfe des kompen-
sierten Proteinsyntheseapparates werden nicht nur hohe Wachstumsleistungen im Sommer
erzielt, sondern darüber hinaus auch Proteine und RNA als Reservestoffe für den Winter
angelegt.
Bei dem Vergleich der in vitro und in vivo Proteinsyntheseraten kam heraus, dass die
Kapazitäten im Gewebe nicht vollständig ausgelastet werden. Solche „Überschusskapazitä-
ten“ sind bereits im Basalstoffwechsel häufig nachgewiesen worden, in Form von hohen
Enzymkapazitäten des aeroben Stoffwechsels (Pörtner 2002a). Dies spricht dafür, dass die
Regulation der Proteinbiosynthese bzw. des Wachstums auf höherer Ebene erfolgen muss.
Ein sensibler Regulator könnte hier der pHi sein. Die Proteinbiosynthese der kalt
stenothermen A. colbecki wies eine starke pH-Abhängigkeit auf.
Zusammenfassung
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Ein extrem niedriger Sauerstoffbedarf in kalt stenothermen Tieren lässt auf niedrige Kosten
des Basalstoffwechsels schließen und könnte u. a. durch reduzierte Proteinumsätze in der
Kälte verursacht werden. Durch sinkende Kosten für den Basalstoffwechsel könnte in den
kalt stenothermen Tieren mehr Energie für Wachstum zur Verfügung stehen. Eine Grundvor-
aussetzung für die „Energiebudget Hypothese“ ist, dass die energetischen Kosten für die
zellulären Prozesse unabhängig von der Temperatur gleich bleiben. In einer neu entwickel-
ten Methode zur Bestimmung der energetischen Kosten der Proteinbiosynthese konnten
keine Unterschiede zwischen der antarktischen Kammmuschel und der europäischen
Kammmuschel gezeigt werden und die Grundvoraussetzung am Beispiel der Kammmu-
scheln also bestätigt werden. Die „Energiebudget Hypothese“ und die damit verbundenen
Kompromisse zwischen Lebensweise, Aktivität und Wachstumsleistung werden an verschie-
denen Beispielen stenothermer und eurythermer Tiere demonstriert.
Trotz sinkender Kosten für den Basalstoffwechsel in kalt stenothermen Tieren
wachsen sie jährlich langsamer, was auf eine Ressourcenlimitierung schließen lässt. A.
colbecki zeigte nach Langzeithälterung eine starke Reduktion im Proteinsyntheseapparat
und in der RNA Translationskapazität. Dies zeigt wie eine Ressourcen-bedingte Verlang-





Ein Charakteristikum der polaren wechselwarmen Tiere ist ihr langsames jährliches Wachs-
tum im Vergleich zu ihren Verwandten aus wärmeren Gebieten (Everson 1977; Clarke 1983;
Arntz et al. 1994; Peck 2002). Während des antarktischen Sommers können sie jedoch
Wachstumsraten erreichen, die denen der Artverwandten aus wärmeren Gebieten ähneln
(Brey und Clarke 1993; Arntz et al. 1994; Peck 2002). Die Ursachen und Mechanismen für
das vergleichsweise langsamere jährliche Wachstum sind noch nicht vollständig geklärt. Die
erste zunächst einleuchtende Erklärung, dass niedrige Temperaturen zum langsamen
Wachstum führen, ist also zu einfach gedacht.
1.1. Historischer Hintergrund
Mit der Entdeckung der Polarmeere Anfang des 19. Jahrhunderts begann auch die Er-
forschung der dort lebenden marinen Tiere. Als historisch gilt der Fund von Sir John Ross
auf seiner Seereise in die arktische Baffin’s Bay (1817-1818). Er brachte (auf 73° 37’ N,
75° 25’ W) die ersten lebenden Bodenorganismen (Krebse, Seesterne und Würmer) aus der
bis zu diesem Zeitpunkt für unbesiedelbar gehaltenen Tiefsee zu Tage. Die britische Ant-
arktis Expedition unter Sir James Clark Ross (1839-1843) bewies, dass auch der Boden des
Südpolarmeeres von einer artenreichen Organismenwelt dicht besiedelt wird. Schon Ross
notierte damals, dass diese Tiere höchst sensibel auf Temperaturveränderungen reagieren
und wohl nur Temperaturen bis 5 °C überleben können (Thomson und Murray 1895). Die
Unbewohnbarkeit der aus anthropozentrischer Sicht gesehenen, „unwirtlichen“ Polarmeere
galt damit als widerlegt. In den folgenden Jahren verfestigte sich dann die Meinung, dass die
ganzjährig stabilen niedrigen Temperaturen in den hohen Breiten eine große Herausfor-
derung für die dort lebenden wechselwarmen Tiere darstellen. Spätestens seit van’t Hoff
(1884) und Arrhenius (1889) war bekannt, dass die Geschwindigkeit der meisten bioche-
mischen Reaktionen mit sinkender Temperatur abnimmt.
Ege und Krogh (1914) beobachteten beim Goldfisch eine Reduktion der Stoffwechselrate mit
abnehmender Temperatur gemäß der van’t Hoffschen Reaktionsgeschwindigkeits-Tempera-
tur-Regel (RGT bzw. Q10 Regel). Krogh (1916) stellte daraus eine „Normalkurve“ der Tem-
peraturabhängigkeit des Stoffwechsels bei Fischen auf, die als Grundlage des Konzeptes
der „Metabolic cold adaptation“ (Abk.: MCA) diente (Scholander et al. 1953; Wohlschlag
1960). Die MCA besagt, dass polare Organismen zur Erhaltung ihrer Vitalfunktionen im Ver-
gleich zu verwandten Arten aus wärmeren Gebieten einen erhöhten Standardstoffwechsel
aufweisen, wenn deren bei warmer Temperatur gemessener Standardstoffwechsel zu
niedrigen Temperaturen extrapoliert wird. Dunbar (1968) schloss,
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Abbildung 1: Schematische Darstellung des Konzeptes der „Metabolic cold adaptation“ (Dunbar,
1968) bzw. des Energiebudgets eines kalt eurythermen Tieres (linker Balken), des
Energiebudgets eines eurythermen Tieres aus gemäßigten Breiten (mittlerer Balken) und des
Energiebudgets eines polaren kalt stenothermen Tieres (rechter Balken). Die Größe der
Boxen für den Basalstoffwechsel, Wachstum, Reproduktion sind willkürlich gewählt nach
Clarke (1980) und die Aktivität wurde verändert nach Pörtner  (2002a).
dass durch einen erhöhten Grundstoffwechsel weniger Energie für andere Prozesse wie
Reproduktion und Wachstum übrig bliebe (Abbildung 1). Es entbrannte eine wissen-
schaftliche Diskussion über MCA, deren Existenz Holeton (1973, 1974) massiv in Frage
stellte. Er sah methodische Ursachen als Grund für den hohen Sauerstoffverbrauch der
polaren Tiere. Es folgten viele Sauerstoffverbrauchsmessungen an ungestressten antark-
tischen und arktischen poikilothermen Tieren, welche die MCA teilweise oder ganz wider-
legten (White 1975; Ralph und Maxwell 1977a, 1977b, Peck et al. 1987; Chapelle und Peck
1995; Whiteley et al. 1996; Clarke und Johnston 1999; Peck und Convay 2000; Marsh et al.
2001; Steffensen 2002). Andere wiederum bestätigten die Existenz eines erhöhten Stoff-
wechsels in polaren Wechselwarmen (Forster et al. 1987; Macdonald et al. 1987; Wells
1987; Torres und Somero 1988; Mikhail und Welch 1989, Somero 1991; van Dijk et al. 1999,
Pörtner et al. 2000; Pörtner et al. 2001).
In den letzten Jahren kam zunehmend die  Ressourcenlimitierung als Begründung für ein
langsames Wachstum in die wissenschaftliche Diskussion (Everson 1977; Clarke 1980,
1983, 1991; Conover 1990; Conover und Present 1990; Schultz et al. 1996; Jobling 1996).
Bedingt durch eine starke Saisonalität in den polaren Ökosystemen steht den Organismen
pro Jahr insgesamt weniger Energie zur Verfügung, sodass auch weniger Energie aufge-
nommen werden kann, als von Organismen gemäßigter Breiten (Abbildung 1). Das Wachs-
tum kann sich daher nur auf den sehr kurzen Polarsommer beschränken.
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Nach fast 200jähriger Polarforschung haben sich drei Hypothesen für das langsame Wachs-
tum polarer wechselwarmer Tiere herauskristallisiert, die nachfolgend genauer überprüft wer-
den sollen:
1. Der direkte Einfluss der Temperatur auf physiologische und biochemische Reaktionen
lässt die Tiere langsamer wachsen.
2. Die Anpassung an kalte Temperaturen erfordert höhere Kosten für den Grundstoffwech-
sel, wodurch im Energiebudget weniger Energie für Wachstum verfügbar ist (MCA).
3. Die limitierte Nahrungsverfügbarkeit durch kurze Polarsommer lässt die Tiere über das
Jahr gemittelt langsamer wachsen.
1.2. Temperaturanpassung
Die meisten physiologischen Prozesse und biochemischen Reaktionen werden bei einer
Temperaturabnahme um 10 °C, gemäß der Q10 Regel um das 2 bis 4fache verlangsamt. Es
wird jedoch das Bestreben eines wechselwarmen Organismus sein, unter Einbeziehung der
funktionellen Optimierung der verschiedenen, hierarchisch geordneten Funktionsebenen,
diesen Temperatureffekt zu kompensieren. Es wäre beispielsweise verhängnisvoll für einen
wechselwarmen Fisch, wenn er im Winter nicht vor seinem gleichwarmen und infolgedessen
„temperaturunabhängigen“ Räuber, dem Otter oder der Robbe, fliehen könnte. Eine perfekte
Temperaturkompensation ist dann erreicht, wenn die Reaktionsgeschwindigkeit bei unter-
schiedlichen Temperaturen gleich bleibt („Konservierung der Rate“ nach Hochachka und
Somero 1984). Der Grad der Kompensation und die damit verbundenen Mechanismen hän-
gen von dem Ausmaß und der Länge der Temperaturänderung ab, und werden wie folgt
klassifiziert (Clarke 1991):
Direkte Anpassung ist eine unmittelbare physiologische Antwort eines Organismus auf eine
plötzliche Temperaturänderung.
Akklimation bezeichnet die Anpassung eines Organismus an eine neue Temperatur unter
Laborbedingungen.
Akklimatisation bezeichnet die langfristige Anpassung gegenüber komplexen (kurzfristigen,
langfristigen bzw. wiederholten) umweltbedingten Temperaturänderungen, beispielsweise
hervorgerufen durch Gezeitenzyklen, tägliche oder saisonale Temperaturschwankungen.
Adaptation ist das phylogenetisch vorgegebene Anpassungsvermögen eines Organismus an
veränderte Umweltfaktoren. Zur Adaptation gehört also die genetisch determinierte
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Möglichkeit eines Organismus auf kurzfristige, langfristige bzw. wiederholte Temperaturän-
derung zu reagieren.
Die Adaptation gibt also den genetischen Rahmen vor, in dem ein Organismus auf be-
stimmte umweltbedingte Änderungen, wie beispielsweise Temperaturschwankungen
kompensatorisch reagieren kann. Sowohl bei der Akklimatisation/Akklimation als auch bei
der Adaptation an niedrige Temperaturen ist ein weit verbreiteter
Kompensationsmechanismus die Erhöhung der Enzymkapazitäten. Dies erfolgt entweder
durch die Synthese von mehr Enzym oder durch Synthese verschiedener
temperaturabhängiger Enzym-Isoformen (Hazel und Prosser 1974) bzw. durch
Enzymmodifikation (Feller et al. 1996; Gerday et al. 1997; Ray et al. 1998; Gerday et al.
2000) und führt meist zu einer Verminderung der Aktivierungsenergie und/oder zu einer
veränderten Enzym-Substrat Affinität (Hochachka und Somero 1984; Sokolova und Pörtner
2001; D’ Amico et al. 2002).
Wachstum ist ein komplexer Prozess, der auf vielen Ebenen kontrolliert und limitiert
wird, wobei Wachstumsraten auf zellulärer Ebene eng an Proteinsyntheseraten gekoppelt
sind (Fauconneau und Arnal 1985; Houlihan 1991; Houlihan et al. 1993; Mathers et al. 1993;
Reid et al. 1995, 1997; McCharty et al. 1999). Es gibt eine Fülle von Studien über den
direkten Temperatureinfluss auf Wachstum bzw. Proteinbiosynthese unter kontrollierten La-
borbedingungen bei kommerziell genutzten marinen Fischen und Evertebraten (Übersichts-
artikel von Houlihan 1991; und von McCarthy und Houlihan 1996). Das temperaturabhängige
Wachstumsverhalten einzelner Individuen, Arten oder auch Populationen bedeutet jedoch
nicht, dass langsames jährliches Wachstum bei antarktischen wechselwarmen Tieren auch
auf niedrige Temperaturen zurückzuführen ist. Diese Schlussfolgerung vernachlässigt, dass
die antarktischen Organismen mindestens 20 Millionen Jahre Zeit hatten die „Wachstums-
maschine“ bzw. den Proteinsyntheseapparat progressiv an die jetzt vorherrschenden, ganz-
jährig niedrigen Temperaturen zu adaptieren und kompensatorische Mechanismen für den
geschwindigkeitslimitierenden Effekt der Temperatur zu entwickeln.
1.3. Energiebudget Hypothese
Im natürlichen Temperaturbereich der Tiere führen höhere Temperaturen bei den meisten
wechselwarmen Tieren zu einer höheren Wachstumsrate bzw. Proteinsyntheserate und zu
höheren Sauerstoffverbrauchsraten (immer unter der Voraussetzung, dass keine Nahrungs-
limitierung vorliegt (Brett 1979; Houlihan 1991; McCarthy und Houlihan 1996). Es wird ge-
schätzt, dass die Sauerstoffverbrauchsrate eines durchschnittlich wachsenden wechsel-
warmen Tieres um 40 bis 79% höher liegt als die eines nicht wachsenden wechselwarmen
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Tieres (Parry 1983). Da sich mit Verminderung der Temperatur der Sauerstoffverbrauch un-
gefähr um einen Faktor 2 senkt, liegt die Annahme nahe, dass die Wachstumsrate sich um
den gleichen Faktor wie der Sauerstoffverbrauch ändert. Diese Annahme mag auf ein Indi-
viduum, eine Art oder auch eine bestimmte Population zutreffen, vernachlässigt jedoch im
latitudinalen, zwischenartlichen Vergleich die adaptive Anpassung über einen langen evolu-
tionären Zeitraum. Es haben doch eher jene Tiere einen selektiven Vorteil, die möglichst
energieeffizient leben, dabei auch noch schnell wachsen und sich reproduzieren. Es folgt
daraus, dass natürliche Selektion durch effiziente Energiebudgetierung (Abbildung 1)  statt-
findet und nicht auf der Ebene des Sauerstoffverbrauchs. Es ist anzunehmen, dass die ver-
schiedenen Sauerstoff verbrauchenden Prozesse (Abbildung 1) bei unterschiedlicher Tem-
peraturtoleranz der Tiere unterschiedlich stark selektiert werden. Für eine determinierte
Menge „assimilierter“ Energie kann Wachstum nur maximiert werden, wenn die benötigte
Energiemenge für den Basalstoffwechsel reduziert werden kann. Der Basalstoffwechsel
kann jedoch nur soweit reduziert, werden bis ein Überleben gefährdet wird.
Es ist weiter anzunehmen, dass der Anteil der Wachstumskosten (im entferntesten
Sinne gehören dazu auch die Reproduktionskosten) am Sauerstoffverbrauch maximiert, der
Anteil des Basalstoffwechsels minimiert wird und der Anteil der Aktivitätskosten am Sauer-
stoffverbrauch abhängig ist von den besonderen ökologischen Lebensumständen. Die Auf-
fassung, dass genau die ektothermen Tiere einen selektiven Vorteil haben, die gemäß der
MCA einen temperaturunabhängigen Sauerstoffverbrauch aufweisen, ist daher zu simpel
und, wie oben bereits erwähnt, teilweise oder ganz widerlegt (Bullock 1955; Fry 1967;
Precht et al. 1973; Hazel und Prosser 1974; Newell und Branch 1980). Ganz im Gegenteil,
die antarktischen stenothermen Tiere hatten eine lange evolutionäre Entwicklungszeit bei
„einfachen“ stabilen Temperaturbedingungen. Sie haben dadurch einen hohen Grad des
„energieeffizienten Lebens“ erreicht, der durch einen niedrigen Basalstoffwechsel gekenn-
zeichnet ist. Kalt eurytherme Tiere hingegen müssen eine hohe Temperaturtoleranz auf-
weisen und haben einen höheren Basalstoffwechsel auf Kosten eines langsameren Wachs-
tums (Pörtner et al. 2001; Pörtner et al. 2002a; entspräche dem MCA Balken in Abbildung 1).
In kalt stenothermen Tieren könnte die Reduktion des Basalstoffwechsels u.a. er-
reicht werden durch: 1. einen niedrigeren Proteinumsatz aufgrund höherer Proteinstabilität,
2. reduzierte Aktivität der Ionenpumpen, 3. reduzierte Kosten für die Mitochondrien durch
einen niedrigeren, nicht ATP produzierenden, passiven Protonenausstrom („Proton leak“;
Pörtner et al. 1999; Pörtner et al. 2002b). Hawkins (1991) postuliert, dass der Proteinumsatz
die Regulation des Stoffwechsels erlaubt. Eine ständige Synthese und Abbau der Proteine
sind nicht nur wichtig für die Erhaltung und das Wachstum von Geweben, sondern auch für
die Flexibilität  von Tieren sich an unterschiedliche Umweltbedingungen anzupassen, kaputte
bzw. denaturierte Proteine zu ersetzen oder Aminosäuren zu mobilisieren. Änderungen in
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der Proteinsynthesekapazität (Translationskontrolle) oder im RNA Gehalt (Transkriptions-
kontrolle) können als regulatorische Mechanismen für die Proteinbiosynthese dienen. Im
allgemeinen erlaubt die Regulation der Translationskapazität eine schnelle Änderung der
Syntheserate durch kurzfristige Inhibierung oder Aktivierung (Hershey 1991) und hält somit
die Flexibilität des Systems aufrecht. Wie für verschiedene Systeme gezeigt werden konnte,
ist ein entscheidender Kontrollmechanismus der Proteinbiosynthese die Phosphorylierung
bzw. die Dephosphorylierung von Komponenten des Translationsapparates, wie Initiations-
und Elongationsfaktoren (Benedetti und Baglioni 1986; Hershey 1991; Gingras et al. 1999).
Eine Signalfunktion könnte dabei dem intrazellulären pH (pHi) zukommen (Hofmann und
Hand 1994; Hand und Hardewig 1996), beispielsweise durch einen direkten Effekt auf Phos-
phorylierungsprozesse der Proteinbiosynthese (Goumard et al. 1990; Isford et al. 1993).
Eine Grundvoraussetzung für die „Energiebudget Hypothese“ ist, dass die energetischen
Kosten aller zellulären Prozesse, also auch für die Proteinbiosynthese, gleich bleiben. Die
theoretischen Kosten für die Proteinbiosynthese (=Translation) belaufen sich auf 4 energie-
reiche Verbindungen pro Peptidbindung (Zwei ATP für die Aminoacylierung und zwei GTP
für die Peptidbindung Hasselkorn und Rothman-Denes 1973, Aoyagi et al. 1988; Weijland
und Parmeggiani 1993). Aufgrund des Bestrebens nach energieeffizienter Optimierung er-
scheint es sehr unwahrscheinlich, dass die metabolischen Kosten für die Proteinbiosynthese
in antarktischen Tieren höher als dieser theoretische Wert sein sollen, wie für die Antark-
tische Assel Glyptonotus antarcticus bestimmt wurde (Whiteley et al. 1996). Im Gegensatz
dazu wurden in den Larven des Seeigels Sterechinus neumayeri sehr niedrige Kosten für die
Proteinbiosynthese ermittelt (Marsh et al. 2001). Abgesehen davon, dass uns die Autoren
eine Begründung dieser Unterschiede in den Kosten schuldig bleiben, besteht ein grund-
sätzlicher Klärungsbedarf über die energetischen Kosten der Proteinbiosynthese.
Unabhängig von den Kosten pro Peptidbindung zeigen beide Studien und eine
neuere Studie an der antarktischen Napfschnecke Nacella concinna (Fraser et al. 2002a),
dass der prozentuale Anteil der Proteinbiosynthese am Gesamtsauerstoffverbrauch höher
liegt als bei Tieren aus gemäßigten und tropischen Breiten (Fraser et al. 2002a). Dies würde
die oben beschriebene „Energiebudget Hypothese“ stützen. Fraser und Koautoren (2002a)
begründen die höheren Gesamtkosten für die Proteinbiosynthese allerdings mit Mehrkosten
für die Aufrechterhaltung von hohen RNA Konzentrationen in Nacella concinna. Höhere RNA
Konzentrationen sind ein oft beschriebener Kompensationsmechanismus bei Akklimations-
oder Akklimatisationsprozessen wechselwarmer Tiere, um einer bei kalten Temperaturen
niedrigeren RNA Aktivität entgegenzuwirken (Goolish et al. 1984; Foster et al. 1992; Foster
et al. 1993; Mathers et al. 1993; McCarthy und Houlihan 1996; McCarthy et al. 1999). So-
wohl McCarthy und Houlihan (1996) als auch Fraser und Koautoren (2002a) extrapolieren
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dieses Akklimatisationsphänomen der „Hochregulierung der RNA Konzentrationen aufgrund
niedriger RNA Aktivitäten“ über den gesamten Temperaturbereich ektothermer und endo-
thermer Tierarten. Sie sehen darin einen kompensatorischen Mechanismus auch auf adap-
tiver Ebene. Mehrkosten für höhere RNA Konzentrationen widerspräche jedoch einer im
Laufe der Evolution vollzogenen Optimierung des Proteinbiosynthese Apparates hin zu
energieeffizientem Arbeiten. Energiesparender wäre die Entwicklung eines kalt adaptierten
RNA Translationsapparates mit erhöhter katalytischer Effizienz. Höhere RNA Konzentra-
tionen könnten auch das Resultat eines reduzierten RNA Umsatzes bei niedrigen Tempe-
raturen sein.
1.4. Ressourcenlimitierung
Die Hypothese der Ressourcenlimitierung geht wie die „Energiebudget Hypothese“ von einer
Temperaturentkopplung und damit von einer vollständigen Kompensation des Wachstums-
prozesses aus. Jährliches Wachstum ist durch starke saisonale Schwankungen in der Nah-
rungsverfügbarkeit limitiert (Clarke und North 1991; Clarke und Peck 1991; Clarke und
Leakey 1996). In antarktischen Habitaten gibt es nur kurze Perioden im Jahr, während derer
Nahrungsaufnahme möglich oder energetisch günstig ist. Wenn die Wachstums-maschine
erst einmal im Gange ist, dann arbeitet sie mit gleicher Geschwindigkeit wie in ektothermen
Tieren aus gemäßigten Breiten. Prinzipiell geht es also auch um effiziente Ressourcen- bzw.
Energienutzung und ergänzt im weitesten Sinne die „Energiebudget Hypothese“. In Ab-
bildung 2 wird die Hypothese erläutert. Für eine Vereinfachung wird Wachstum mit der Pro-
teinsyntheserate gleichgesetzt. Die Höhe der Boxen stellt die Syntheserate eines Ribosoms
dar und der Abstand zwischen den Boxen die Zeiten, in denen keine Proteinbiosynthese
stattfindet. Die obere Reihe repräsentiert ein ektothermes Tier aus gemäßigten Breiten, das
bei 10 °C lebt und in einer bestimmten Zeit ∆t 8 Proteineinheiten synthetisiert. Ein polarer
Artverwandter, der bei 0 °C lebt, synthetisiert in der gleichen Zeit nur 4 Proteineinheiten. Dies
entspräche einem Q10 von 2 und ließe einen direkten Einfluss der Temperatur vermuten.
Für die niedrige Proteinsyntheserate gibt es jedoch 2 mögliche Erklärungen. In
polaren Tieren wird die Proteinbiosynthese durch niedrige Temperaturen reduziert, und auch
wenn die Proteinbiosynthese maximal läuft, können nur 4 Proteineinheiten synthetisiert wer-
den.
Das hieße, dass der nicht Temperatur kompensierte Proteinsyntheseapparat fort-
laufend mit reduzierter Geschwindigkeit Polypeptidketten synthetisiert (mittlere Reihe). Eine
andere Erklärung wäre ein vollständig kompensierter Proteinsyntheseapparat, der mit glei-
cher Geschwindigkeit arbeitet wie der Syntheseapparat ektothermer Tiere aus gemäßigten
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Abbildung 2: Eine schematische Darstellung der Proteinsyntheserate eines ektothermen Tieres aus
gemäßigten Breiten bei 10 °C  (obere Reihe), eines polaren ektothermen Tieres mit nicht
kompensiertem Proteinsyntheseapparat bei 0 °C (mittlere Reihe) und eines polaren
ektothermen Tieres mit einem vollständig kompensierten Proteinsyntheseapparat bei 0 °C
(untere Reihe). Die Höhe der Balken steht für die Proteinsyntheserate und die Boxen zeigen
die synthetisierte Proteinmenge über die Zeit ∆t. Zwischen den Boxen befinden sich Perioden,
in denen keine Proteinbiosynthese stattfindet. Verändert nach Clarke 1991.
Breiten (untere Reihe). Die Boxenhöhe gleicht deswegen denen aus der oberen Reihe. Es
können jedoch nur 4 Proteineinheiten synthetisiert werden, weil den polaren Organismen in
der gleichen Zeit ∆t weniger Ressourcen (Aminosäuren oder Energie) zur Verfügung stehen
als den Tieren aus wärmeren Gebieten (gekennzeichnet durch die Phasen, in denen keine
Proteinbiosynthese stattfindet).
Erste Untersuchungen zu dieser Hypothese zeigen deutliche saisonale Wachstums-
muster in antarktischen und arktischen ektothermen Tieren, trotz ganzjährig gleich bleiben-
der Temperaturen (Ashford und White 1995; Lehtonen 1996; North 1998; North et al. 1998;
Brockington 2001; Brockington und Peck 2001; Fraser et al. 2002b). Für die antarktische
Napfschnecke Nacella concinna konnte auch in der in vivo Proteinsyntheserate ein sai-
sonaler Verlauf nachgewiesen werden, der mit RNA Konzentrationsschwankungen bis zu




Aus den vorangegangenen Erörterungen ergab sich die Frage, welchen Grad der Kälte-
kompensation die kalt stenothermen Organismen im Wachstum erlangt haben. Auf zellulärer
Ebene ist Wachstum eng an die Proteinbiosynthese gekoppelt, sodass sich zunächst die
Frage nach den Kapazitäten und den Anpassungsmechanismen der Proteinsyntheseap-
parate bei polaren Organismen stellte. Es wurden die Proteinsyntheseapparate einer Everte-
bratengruppe und einer Vertebratengruppe untersucht, um eventuell allgemeine Prinzipien
der Anpassung der „Translationsmaschine“ an kalte Temperaturen herauszuarbeiten.
Bei den Evertebraten fiel die Wahl auf die in der Antarktis endemische Adamussium
colbecki und die Europäische Aequipecten opercularis. Beide Arten stammen aus der
Familie der Kammmuscheln (Pectinidae), sind eng miteinander verwandt (Canapa et al.
2000) und weisen ähnliche Lebensstile bei unterschiedlicher Temperaturtoleranz auf. Die
zirkum-antarktisch verbreitete stenotherme A. colbecki lebt in einem engen Temperaturbe-
reich zwischen -1.8 und 2.5 °C, wobei die eurytherme A. opercularis bei Temperaturen zwi-
schen 8 und 24 °C vorkommen kann. A. colbecki ist besonders interessant, da sie unter den
antarktischen Evertebraten zu den relativ schnell wachsenden Muscheln (Bivalvia) zählt und
mit hohen Abundanzen vorkommt (Berkman 1990; Chiantore et al. 2001; Heilmayer et al.
2003), sodass eine hoher Adaptationsgrad erreicht sein wird.
Aus der Gruppe der Vertebraten bot sich aufgrund ihrer weltweiten Verbreitung die
Familie der Aalmuttern (Zoarciden) an (Anderson 1994). Ein in der Antarktis lebender ende-
mischer Vertreter der Zoarciden ist die Aalmutter Pachycara brachycephalum. Diese ver-
meintlich kalt stenotherme Art zeigt die typischen, für ein permanentes Leben in der Kälte
verbundenen, physiologischen Charakteristika (van Dijk et al. 1999). Sie lebt natürlicher-
weise in einem Temperaturbereich zwischen -1.8 und 2.5 °C, weist jedoch auf der anderen
Seite eine erstaunlich hohe Temperaturtoleranz auf. Die obere kritische Temperatur, die
durch den Übergang zum anaeroben Stoffwechsel charakterisiert wird, liegt bei den ant-
arktischen Aalmuttern zwischen 9 und 13 °C (van Dijk et al. 1999; Mark et al. 2002) und
erlaubt deswegen Langzeitinkubationen bei höheren Temperaturen, um die Akklimatisations-
fähigkeit des Proteinsyntheseapparates dieser kalt angepassten Art zu untersuchen. Die in
den gemäßigten Schelfmeeren der Nord- und Ostsee verbreitete Spezies Zoarces viviparus
hat den gleichen benthischen Lebensstil wie die antarktische P. brachycephalum, lebt jedoch
in einem Temperaturbereich von 0 bis 18 °C. Die kritische Temperatur der eurythermen Z.
viviparus liegt zwischen 21 und 24 °C (van Dijk et al. 1999).
Auf zellulärer Ebene kann Wachstum nur dann entstehen, wenn die Nettoprotein-
synthese den Proteinabbau übersteigt. Verschiedene Gewebe zeigen unterschiedlich hohe
Proteinumsatzraten. In ektothermen Tieren haben Kiemen und Leber die höchsten Protein-
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syntheseraten gekoppelt an die höchsten Abbauraten (Houlihan et al. 1986; Lyndon und
Houlihan 1998).  Demgegenüber steht der weiße Muskel, der  mit außergewöhnlich nied-
rigen Proteinsyntheseraten die höchste Wachstumseffizienz aufweist. Für den Dorsch wurde
die Effizienz des Proteinwachstums (Wachstum/Synthese) im weißen Muskel auf ungefähr
76%, in den Kiemen auf nur 3 - 5% geschätzt (Houlihan et al. 1986). In polaren Ektothermen
mit langer evolutionärer Geschichte sollte insbesondere der Proteinsyntheseapparat eines
Gewebes mit hohem Proteinumsatz in höchstem Maße an die niedrigen Temperaturen
adaptiert sein. Bei den Pectiniden und den Zoarciden wurde deswegen zunächst der Protein-
syntheseapparat der Kiemen untersucht. Bei den Aalmuttern wurden die Untersuchungen
auf den weißen Muskel ausgeweitet, dessen Proteinbiosynthese eng an das Wachstum ge-
koppelt ist. Dies sollte eventuelle Unterschiede zwischen den Geweben identifizieren.
Maximale Geschwindigkeiten der Proteinbiosynthese bzw. die Kapazitäten des
Translationsapparates unter nicht limitierenden Bedingungen (ausreichende Versorgung mit
energiereichen Verbindungen und Aminosäuren) können optimal in einem in vitro System
ermittelt werden. Der Translationsassay ist ein zellfreies in vitro System, in dem das physiol-
ogische Milieu des Cytosols (Hauptort der Proteinbiosynthese) nachgestellt wird. Der Vorteil
des in vitro Systems ist, dass der isolierte Translationsapparat vergleichbarer Arten mit
unterschiedlicher Temperaturtoleranz unter standardisierten physiologischen Bedingungen
untersucht werden kann. Dabei läuft die Proteinbiosynthese in einem optimierten zellfreien
System in gleicher Weise und Geschwindigkeit ab, wenn nicht schneller, als im Organismus
selbst (Jackson 1982; Simon 1987; Lopo et al. 1989; Patnaik und Swartz 1998).
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1.6. Ziel der Arbeit
Die Erörterungen der drei Hypothesen zum langsamen Wachstum polarer Organismen füh-
ren unweigerlich zu der zentralen Frage: Ist das Wachstum kalt stenothermer Organismen
kältekompensiert? Die Grundvoraussetzung eines kompensierten Wachstumsapparates ist
die Temperaturentkopplung bzw. Kompensation auf zellulärer Ebene. Auf diesem Hinter-
grund werden in dieser Arbeit folgende Fragen für die Kammmuscheln und Aalmuttern unter-
sucht:
1. Trifft die Grundvoraussetzung für die „Energiebudget Hypothese“ zu, dass die energe-
tischen Kosten der Proteinbiosynthese unabhängig von der Temperatur sind?
2. Sind die Kapazitäten der Proteinbiosynthese antarktischer Kammmuscheln und Aalmut-
tern kältekompensiert im Vergleich zu ihren Verwandten aus den wärmeren Gebieten?
3. Trifft die Hypothese, dass bei „Kalt Akklimatisation“ bzw. „Kalt Akklimation“ erhöhte RNA
Konzentrationen niedrige RNA Aktivitäten kompensieren auch auf kalt adaptierte ekto-
therme Kammmuscheln und Aalmuttern zu?
4. Wachstum ist ein komplexer Prozess, der auf vielen verschiedenen Ebenen kontrolliert
und limitiert wird. Dabei stellt sich die Frage, ob der pHi einen regulatorischen Einfluss
auf die Proteinbiosynthese hat. Auf der Grundlage der in dieser Arbeit gewonnenen in
vitro Daten über die Kapazitäten der Proteinbiosynthese und der in der Literatur vorhan-
denen in vivo Daten, sollen diese drei Hypothesen diskutiert werden.
Material und Methoden
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2. Material und Methoden
2.1. Tiere und Hälterung
2.1.1. Pectinidae
Adamussium colbecki: Die antarktischen Kammmuscheln wurden mit einer Dredsche aus
einer Tiefe von 50-80 m gefischt. Sie wurden im Februar 2001 während der XV. Italienischen
Antarktis Expedition (ANT 2000/01) in der Nähe der Station „Baia Terra Nova“ („Road Cove“,
74°41.9’ S, 164°07.7’ O) gefangen. Die Durchführung der Experimente fand direkt auf der
Station und am Alfred-Wegener-Institut (AWI) in Bremerhaven statt. Die Versuchstiere
(Länge 4.42 ± 0.21 cm, Höhe 4.65 ± 0.17 cm; Abbildung 3) wur-
den in gut belüfteten Meerwasseraquarien bei konstanten Wasser-
temperaturen von 0.0 ± 0.5 °C und einem Salzgehalt von
34 ± 1 PSU gehältert.
Aequipecten opercularis: Die kleine Pilgermuschel wurde von der
Station „Biologique de Roscoff“, Frankreich, bereitgestellt und mit
dem Auto nach Bremerhaven transportiert. Sie wurden im Oktober
1999 mit einer Dredge aus einer Tiefe von 80 m gefischt.  Im AWI
wurden die Versuchstiere (Länge 4.30 ± 0.15 cm, Höhe 4.28 ±
0.13 cm) bei einer Temperatur von 10 ± 1 °C und einer Salinität von 34 ± 1 PSU gehältert.
Die in vitro Versuche der frisch gefangenen Tiere erfolgten nach einer 6-8tägigen Er-
holungsphase im Aquarium. Während der Langzeithälterung über 6 Monate wurden beide
Arten zweimal wöchentlich mit zermörserten Planktontabletten gefüttert und bei einem Tag-
Nacht Rhythmus von je 12 Stunden gehältert. Die Sterblichkeit der Tiere war sehr niedrig.
2.1.2. Zoarcidae
Pachycara brachycephalum: Die antarktischen Aalmuttern wurden mit einer beköderten
Fischreuse aus einer Tiefe von 397-455 m während der Antarktis Expedition XV/3 (EASIZ II)
des deutschen Forschungsschiffes Polarstern im März 1998 in der Nähe der King George Is-
land (62° 11.2’ S, 58° 20.7’ W) gefangen. Sie wurden nach Bremerhaven verschifft und im
AWI bis zum Beginn der Experimente bei einer Temperatur von 0.0 ± 0.5 °C und einem
Salzgehalt von 34 ± 1 PSU gehältert.
Abbildung 3: Definition der




Zoarces viviparus: Die aus der Nordsee stammenden Exemplare wurden im August 2001 mit
einer Reuse aus einer Tiefe von 5 m rund um Helgoland gefangen und mit dem Forschungs-
kutter Uthörn nach Bremerhaven verschifft und bis zum Beginn der Experimente im AWI bei
einer Temperatur von 10 ± 1 °C und einer Salinität von 34 ± 1 PSU gehältert.
Der Akklimationsversuch beider Aalmuttern erfolgte bei einem Tag-Nacht Rhythmus
von je 12 Stunden. Sie wurden einmal wöchentlich mit aufgetauten Nordseegarnelen
(Crangon crangon) gefüttert. Die Sterblichkeit der Tiere war sehr niedrig.
2.2. Isolation des Proteinsyntheseapparates
Bei den Kammmuscheln wurde der Proteinsyntheseapparat aus den Kiemen, bei den Aal-
muttern aus den Kiemen und dem weißen Muskel isoliert. Für die Kiemen mussten je 2 Pec-
tiniden bzw. Zoarciden gepoolt werden, um genügend Gewebe für die Herstellung der Lysate
und die Messung der Gewebeparameter zu gewinnen. Die Hälfte des Gewebes wurde für
spätere Analysen sofort in flüssigem Stickstoff eingefroren, die andere Hälfte zur Herstellung
der Lysate benutzt. Die Homogenisierung der Kiemen erfolgte in einem Verhältnis von 1:2.
Der weiße Muskel musste für einen optimalen Aufschluss vor dem homogenisieren unter
flüssigem Stickstoff gemörsert werden. Außerdem wurde der Muskel in einem Verhältnis
1:1.6 homogenisiert, um die Aktivität der Muskellysate heraufzusetzen. Nach dem Abzen-
trifugieren der Mitochondrien, Zellkerne und Membranbruchstücke, wurde der Überstand für
den Translationsassay genommen. Diese „Rohlysate“ enthalten alle für die Proteinbiosyn-
these wichtigen, cytosolischen und vielleicht artspezifischen Bestandteile. Hierzu gehören
nicht nur die Ribosomen, messenger-RNAs (mRNA) und transfer-RNAs (tRNA), sondern
auch unterschiedlichste Enzyme und kleinere Moleküle, wie die Initiations-, Elongations- und
Terminationsfaktoren. Die Extraktionspuffer für die Kammmuscheln und die Aalmuttern wur-
den mit unterschiedlichen Molaritäten angesetzt, wozu Hepes und Saccharose benutzt wur-
de. Dies war erforderlich, weil die Kammmuscheln zu den Osmokonformern gehören und
isoosmotisch zum Meerwasser sind. Die Aalmuttern hingegen zählen zu den Osmoregu-
lierern und sind gegenüber Meerwasser hypoosmotisch.
2.3. Translationsassay
Die Pufferzusammensetzung und Osmolarität der zellfreien Systeme der Pectiniden bzw.
Zoarciden wurde so gewählt, dass die durch den Aufschluss der Gewebe verursachte Ver-
dünnung in den Lysaten kompensiert und im Assay die Intrazellulärflüssigkeit widergespie-
gelt wurde. Osmokonformer nutzen häufig Aminosäuren um ihre intrazelluläre Osmolarität
hoch zu halten. Die Aminosäuren Glycin und Taurin kommen in vielen Evertebraten in hohen
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intrazellulären Konzentrationen vor (Siegmund 1986) und wurden im Translationsassay der
Pectiniden eingesetzt,  um eine hohe Osmolarität im Assay zu gewährleisten. Dies war bei
den osmoregulierenden Aalmuttern nicht notwendig. Die verschiedenen pH-Werte der
Assaypuffer bei den Pectiniden und Zoarciden wurden bei 25 °C eingestellt. Für die Bestim-
mung der energetischen Kosten bei den Pectiniden und der Proteinsynthesekapazitäten bei
den Pectiniden und Zoarciden war eine Optimierung der Systeme notwendig. Insbesondere
die Zugabe von Phospho-L-Arginin (PLA) bei den Pectiniden bzw. Phosphokreatin (PCr) bei
den Zoarciden, sowie von ATP, GTP, radioaktivem [2,3,4,5,6 3H] Phenylalanin (Phe) und
nicht radioaktiven Aminosäuren war notwendig, um eine Substratlimitierung zu vermeiden
(Die Konzentrationen sind in Publikation I (s. Seite 22) für die Pectiniden-Assays und in Pub-
likation III (s. Seite 51) für die Zoarciden-Assays aufgeführt). Für die schnelle ATP- bzw.
GTP-Regeneration wurde den Kammmuschel-Assays zusätzlich Argininkinase bzw. den
Aalmutter-Assays Kreatin-Phosphokinase beigefügt.
Der Translationsassay wurde mit der Zugabe des Lysates gestartet und auf mehrere
Eppendorfgefäße verteilt. Der Einbau des radioaktiven Phenylalanins in das Protein wurde
über die Zeit detektiert, indem die Proteinbiosynthese in den Gefäßen nach verschiedenen
Zeitspannen mit Ribonuklease gestoppt wurde. Um die Aufnahme des radioaktiven Phenyl-
alanins in das in vitro synthetisierte Protein zu verfolgen, wurden die Ansätze aus den Ge-
fäßen auf Whatman GF/C Filter überführt und mit drei Trichloressigsäure Waschgängen auf
den Filter präzipitiert. Nach einem abschließenden Ethanolwaschgang wurden die Filter ge-
trocknet und die Radioaktivität des präzipitierten Proteins im Szintillationszähler gemessen.
Unter den gleichen Bedingungen wie bei dem radioaktiven Translationsassay wurden
die energetischen Kosten der Proteinbiosynthese parallel in zwei nicht radioaktiven Assays
bestimmt. Der einzige Unterschied zum radioaktiven Translationsassay war, dass das radio-
aktive durch nicht radioaktives Phenylalanin ersetzt wurde. In einem der beiden nicht radio-
aktiven Assays wurde die Proteinbiosynthese von Anbeginn mit Ribonuklease unterbunden
und parallel zu den anderen Ansätzen inkubiert. Die Proteinbiosynthese des zweiten nicht
radioaktiven Assays wurde, wie in den radioaktiven Translationsassays, nach den vorgege-
benen Zeitspannen mit Ribonuklease terminiert. Nach Inkubation und Terminierung wurden
die nicht radioaktiven Ansätze  umgehend in flüssigem Stickstoff eingefroren. Die PLA-, ATP-
und GTP-Konzentrationen wurden in beiden nicht radioaktiven Ansätzen über die Zeit de-
tektiert. Diese Datensätze wurden benutzt, um den Energiebedarf der Proteinbiosynthese im
nicht inhibierten Assay und den Background ATP-Verbrauch im Proteinbiosynthese-inhibier-




Die Bestimmung des freien endogenen Phe in den Lysaten erfolgte mit der RP-HPLC im
Labor „Dr. Haase-Aschoff“ (Bad Kreuznach). Die energiereichen Verbindungen PLA, ATP
und GTP in den nicht radioaktiven Translationsassays wurden mit Hilfe der Kapillarelektro-
phorese gemäß der Methode von Casey und Koautoren (1999) bestimmt. Gesamt RNA in
den Lysaten und im Gewebe wurde nach alkaliner Hydrolyse gemäß der von Munro und
Fleck (1966) abgewandelten Schmidt-Tannhauser Prozedur bestimmt. In Unterproben der
alkalin hydrolysierten Gewebe erfolgte zusätzlich eine Proteinbestimmung nach einer modi-
fizierten Lowry Methode mit Rinderserum Albumin als Standard (Sigma Prozedur Nr. P5656).
Die Aminosäureanalysen des Gewebeproteins erfolgte durch saure Hydrolyse in einem
Labor in Hamburg (Dr.Wiertz-Dipl. Chem. Eggert-Dr. Joerissen GmbH).
2.5. Berechnungen
2.5.1. Kapazitäten der Proteinbiosynthese
Der lineare Anfangsbereich der zeitabhängigen [2,3,4,5,6 3H] Phe Inkorporationskurven wur-
de benutzt, um die Proteinsyntheseraten zu bestimmen. Die Proteinsyntheserate wurde da-
bei von (DPM * x µl Assay-1 * Min-1) über (nmol Phe * x µl Assay-1 * Min-1) in (µg Protein * mg
Frischgewicht-1 Tag-1) umgerechnet. Für die Berechnung der spezifischen Radioaktivität wur-
de sowohl das dem Assay hinzugefügte radioaktive und nicht radioaktive Phe, sowie das im
Lysat befindliche endogene Phe berücksichtigt. Mit Hilfe der Aminosäurezusammensetzung
des Gewebeproteins konnte mit dem Verhältnis jeder einzelnen Aminosäure zum Phe im
Protein und dem spezifischen Molekulargewicht jeder Aminosäure „nmol Phe“ in „syntheti-
siertes Protein“ umgerechnet werden.
Für einen Vergleich mit in vivo Daten aus der Literatur war es erforderlich, die in vitro
Proteinsyntheseraten in die in vivo übliche Angabe der Proteinsyntheserate ks (% am Ge-
samtprotein synthetisiertes Protein pro Tag)  zu konvertieren:
  
† 
ks =  
µg synthetisiertes Protein / x µl Assay / Tag
µg Gesamtprotein / x µl Assay
 x 100




Die maximale in vitro RNA Aktivität bzw. die in vitro RNA Translationskapazität kRNA in vitro ist
vergleichbar mit der in vivo RNA Aktivität bzw. der in vivo RNA Translationseffizienz kRNA in vivo
(mg synthetisiertes Protein * mg RNA-1 * Tag-1) und  berechnete sich nach folgender Formel:
  
† 
kRNA in vitro =  
mg synthetisiertes Protein / x µl Assay / Tag
mg RNA / x µl Assay
Bei den Berechnungen von ks und kRNA in vitro war x = 19 µl für die Pectiniden-Assays und
x = 11 µl für die Zoarciden-Assays.
2.5.2. Die energetischen Kosten der Proteinbiosynthese
Zur Berechnung der energetischen Kosten im in vitro Translationsassay wurden die Raten
der Aminosäureinkorporation (mM Aminosäure Min-1) in den radioaktiven Assays in direkten
Bezug zu den PLA-Verbrauchsraten (mM PLA Min-1) in den nicht radioaktiven Translations-
assays gesetzt und ausgedrückt als (mM konsumiertes PLA * mM Aminsäure-1). Hierfür wur-
de, genau wie in den radioaktiven Ansätzen, der lineare Anfangsbereich der zeitabhängigen
PLA-Kurven benutzt. Der durch die Proteinbiosynthese verursachte PLA-Verbrauch wurde
durch die Differenz der PLA-Verbrauchsraten in den beiden nicht radioaktiven Translations-
assays berechnet.
2.5.3. Q10 Werte und Aktivierungsenergien
Die Berechnung der Q10 Werte für die in vitro Proteinsyntheseraten erfolgte nach einer modi-
fizierten Van’t Hoffschen Gleichung, die auch kleinere oder größere als die üblichen 10 °C
Temperaturbereiche berücksichtigt:






k2, k1 : Proteinsyntheseraten bei der höheren bzw. niedrigeren Temperatur
T2, T1 : höhere bzw. niedrigere Messtemperatur in Kelvin
Die Aktivierungsenergie Ea wurde mit Hilfe der Arrhenius-Darstellung bestimmt, bei der der
Logarithmus der Reaktionsgeschwindigkeit gegen den reziproken Wert der absoluten Tem-




Ea (kJ / mol) = -R * m * 1000
R : allgemeine Gaskonstante (8.3143 J * K-1 * mol-1)
m : Geradensteigung aus der Arrhenius Darstellung
2.6. Statistik
Die Daten wurden als Mittelwerte ± Standardabweichung oder Standardfehler dargestellt.
Vor der Analyse wurden die Daten auf ihre Normalverteilung und Varianzhomogenität über-
prüft (PC-Programm: STATISTICA Kernel-Version 5.5 A). Traf eines der beiden Kriterien
nicht zu, wurden die Daten so transformiert, dass Normalverteilung und Varianzhomogenität
gegeben waren. Statistische Unterschiede auf der 5 % Ebene wurden mit der
Varianzanalyse (ANOVA) bzw. der Covarianzanalyse (ANCOVA) und nachfolgendem
Student-Newman-Keuls Test ermittelt. Unterschiede in den Steigungen der Ribonuklease
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Higher RNA:protein ratios commonly found at lower acclimation temperatures have
frequently hypothesized to reflect lower RNA translational capacities in the cold. The present
study was intended to test this hypothesis in stenothermal Antarctic eelpout
(P. brachycephalum) and in cold acclimated eurythermal eelpout (Z. viviparus) by use of
crude cell-free protein-synthesis systems prepared from gills and white muscle tissue. The
effect of long term thermal acclimation on RNA translational capacities and on protein
synthesis capacities was analysed. RNA:protein ratios were the same in P. brachycephalum
maintained at 0 °C and in Z. viviparus maintained at 10 °C. In contrast to Z. viviparus at 0 °C,
P. brachycephalum displayed some cold compensated protein synthesis capacity, which was
elicited by higher RNA translational capacities and lower activation energies. These findings
indicate cold compensated enzyme capacities to be involved in the adjustment of protein
synthesis to cold. In conclusion, the original hypothesis was confirmed for the eurythermal
eelpout, whereas it does not apply to the Antarctic eelpout.
RNA translational capacity, RNA:protein ratio, Zoarces viviparus, Pachycara




Cold-adapted organisms are commonly classified as extremophiles living in a chilly barren
environment and the widespread observation that polar marine invertebrates and fish have
slow annual grow rates apparently confirms this view. The first intuitively appealing
explanation is that temperature slows down physiological rates in the cold, but ignores the
possibility that over the course of evolutionary time, polar species may have achieved some
degree of compensation for the rate-limiting effects of low temperature. Recent evidence
demonstrates in fact that cold adapted invertebrates and fish of the Southern Ocean reach
growth rates during the short Antarctic summer similar to those of their counterparts from
temperate regions (2, 1, 22, 40). More recently, interest has focused on protein synthesis in
polar species because growth and cellular functioning in tissues are closely related to protein
turnover. Protein turnover can comprise a significant fraction of maintenance metabolism
(e.g. 53 % in hatching blastula of S. neumayeri (30) where protein synthesis balances routine
protein degradation with significant net protein formation during growth. Even though protein
synthesis is energetically expensive, with unchanged cost regardless of temperature (49)
there is some evidence that whole body protein synthesis rates in vivo (56, 43, 30, 7) as well
as tissue protein synthesis capacities studied in vitro (48) in polar marine invertebrates are
similar to those observed in temperate species.
Enabling of the protein synthesis machinery to function at very low “operating tem-
peratures” in vivo has been suggested to include elevated tissue RNA:protein ratios (an
indirect measure of the in vivo capacity for protein synthesis (54, 50, 14). Increased
RNA:protein ratios have been found upon cold acclimation or during winter in various tissues
of fish and for the last two decades this finding has been interpreted to reflect cold compen-
sation for low RNA translational activities at low temperatures (9, 6, 5, 32, 34, 35).
Accordingly, it seems very tempting to extrapolate this interpretation to cold adapted
stenotherms from polar regions. The increase in RNA:protein ratios in Antarctic species
reflected by increased RNA levels in cold stenotherms from the Southern Ocean (55, 44, 30,
7) has in fact been suggested to counteract a thermally induced reduction in RNA
translational activity and efficiency in vivo. McCarthy and Houlihan (34) suggested that this
decrease in RNA translational efficiency with decreasing temperature is a general biological
phenomenon observed across ectothermic and endothermic vertebrate species adapted to
various temperature regimes.
Fraser et al. (7) proposed that maintaining considerably elevated tissue RNA con-
centrations causes high metabolic costs of growth in the cold compared to temperate and
tropical species. However, in the light of energy savings, the protein synthesis machinery
should rather be energy efficient with a cold adapted RNA translation apparatus that
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operates at enhanced catalytic efficiency. Similar in vitro protein synthesis capacities in gills
of the Antarctic scallop Adamussium colbecki measured at 0 °C and in the temperate scallop
Aequipecten opercularis measured at 25 °C, were in fact explainable by the 9fold higher and,
thus, cold compensated RNA translational capacity on top of a 2fold elevated RNA content
(48) at similar energetic costs (49). Rather than reflecting enhanced energy costs elevated
RNA contents in cold adapted ectotherms may therefore just be the result of low RNA turn-
over rates. Elevated levels of mRNA and protein synthesis sites, in turn, support short dif-
fusion pathways for newly synthesized proteins to their final usage sites.
Against this background it is interesting to evaluate whether the protein synthesis
apparatus of ectothermic Antarctic fish displays similar patterns as found earlier in the Ant-
arctic pectinid. Furthermore, a comparison of confamilial fish species from polar as well as
temperate waters should indicate differences between cold acclimation and evolutionary cold
adaptation. If a capacity for thermal acclimation still exists in polar fishes, such analysis
should consider to what extent thermal acclimation may occur differently in polar compared
to temperate fish. The key question is whether higher RNA:protein ratios are, in general,
accompanied by lower RNA translational capacities at lower acclimation temperatures as
found for many eurythermal fish (see above). Based on the findings in the pectinids we rather
hypothesized that the protein synthesis apparatus may be permanently cold adapted in the
stenotherms, linked to enhanced RNA translational efficiencies at low temperature, possibly
at the expense of reduced thermostability.
For such comparisons the protein synthesis apparatus was isolated from gills and
white muscle of the Antarctic cold stenothermal eelpout P. brachycephalum and of the tem-
perate eurythermal eelpout Z. viviparus, which are both part of the cosmopolitan fish family
Zoarcidae. In general, fish gills display very high protein turnover rates and low protein
retention efficiencies whereas white muscle is characterized by low turnover rates and high
protein retention efficiencies (27). In vivo protein synthesis rates of white muscle in fish are
known to correlate very well with organismic growth rates and to be sensitive to temperature
changes upon acclimation (34, 35). Accordingly, our experiments were conducted with the
isolated protein synthesis machinery to investigate the effect of acclimation temperature, i.e.
the thermal history on the protein synthesis apparatus, as well as the thermostability of the
protein synthesis apparatus in response to changes in experimental temperature in vitro.
Furthermore, in vitro amino acid incorporation is a far more sensitive and immediate indicator
for RNA translational capacity (24, 14) than the in vivo RNA:protein ratio and has the advan-
tage to measure protein synthesis capacities under physiological conditions but at unre-
stricted energy and amino acid supply in the assay (49).
Both eelpout species were acclimated to habitat (control) temperatures and a
common temperature of 5 °C, which is well within the thermal tolerance window of both
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species. For P. brachycephalum which occurs naturally between –1.8 °C and 2.5 °C the
upper critical temperature limit (characterized by a transition to anaerobic metabolism in vivo)
was found between 9 °C and 13 °C (53, 29). For Z. viviparus which lives between 0 °C to 18





Antarctic eelpout, Pachycara brachycephalum, (20 ± 4 cm, 34 ± 11 g) were caught near King
George Island (62° 11.2’ S, 58° 20.7’ W), Antarctica, by a fish trap at a depth of 397 - 455 m
in 1998. Animals were returned to the Alfred Wegener Institute (AWI), Bremerhaven,
Germany, by the research vessel “MS Polarstern” and were since then kept in well-aerated,
re-circulating seawater at 0.0 ± 0.5 °C and 34 ± 1 practical salinity units (PSU). Common
eelpout, Zoarces viviparus, (22 ± 2 cm, 43 ± 14 g) were collected from 5 m water depth
around the German offshore-island Helgoland, North Sea, using a fish trap in 2001. Z. vivi-
parus were transported to the AWI by the research cutter “FS Uthörn”. They were maintained
in well-aerated, re-circulating seawater at 10 ± 1 °C and 34 ± 1 PSU. Photoperiod was
adjusted to a 12:12 h light dark cycle.
P. brachycephalum maintained at 0 °C and Z. viviparus kept at 10 °C were referred to
as control animals. Between February and December 2002 groups of both species were
long-term acclimated at 5.0 ± 0.5 °C and at 34 ± 1 PSU. They were held in the same large
basin, separated by a grid. Throughout the maintenance period, control animals (0 °C for
P. brachycephalum and 10 °C for Z. viviparus), warm-acclimated P. brachycephalum  (5 °C)
and cold-acclimated Z. viviparus (5 °C), respectively, were fed fresh shrimp ad libitum once
per week. Feeding did not occur 2 days prior to tissue preparation. Experiments were con-
ducted in January/February 2003.
Preparation of Cell Free Translation Systems
Prior to tissue dissection, the fish were killed by a sharp blow to the head and ensuing
transection of the spine. The fish were immediately placed on ice and tissues were quickly
excised. Gills were resected by cutting the branchial arches at their sites of attachment. Only
the soft gill filaments without arches were used for lysate preparation. White muscle was
taken from the dorsolateral aspect along the backbone after the skin had been removed.
P. brachycephalum, different from Z. viviparus, exhibits a subcutaneous thick grease film,
which had to be removed along with the skin. White muscle was freeze-clamped in liquid N2
while the gill lysate was freshly prepared. The cryopreservation did not affect the protein
synthesis system as also shown for lysates prepared from epaxial muscle of the cod Gadus
morhua (25).
The preparation of lysates from P. brachycephalum and Z. viviparus followed the
same procedure. Gill filaments of 1 - 2 animals were pooled to provide enough tissue for all
measurements. Half of the gill tissue was freeze-clamped in liquid N2 for later examination of
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amino acid (AA) composition in tissue protein, and of RNA and protein content.
Approximately 150-350 mg of gill tissue was transferred to a chilled, hand operated, loosely
fitting 2 ml glass homogenizer and homogenized with 5 strokes in 1 volume of ice-cold
extraction buffer containing 30 mM Hepes, 250 mM sucrose, 120 mM potassium-chloride,
10 mM magnesium-chloride, 7 mM 2-mercaptoethanol, 20 mM dithiothreitol (DTT), adjusted
to pH 7.1 at 25 °C, and supplemented with 107 units/ml RNasin Ribonuclease Inhibitor
(Promega). The homogenate was immediately transferred to 1.5 ml Eppendorf Tubes and
centrifuged at 16000 g for 30 min at 0 °C. The freshly prepared post-mitochondrial
supernatant was used as the lysate and kept on ice until the start of in vitro translation
assays. Aliquots of the lysates were frozen in liquid nitrogen for later determination of RNA
and of free endogenous phenylalanine (Phe). White muscle lysates were prepared in the
same way as gill lysates except that muscle tissue (750-1250 mg) was ground to a fine,
homogeneous powder under liquid nitrogen using a pre-cooled mortar and pestle before
homogenization in 0.6 volumes of ice-cold extraction buffer. This preliminary step was
essential for a better mechanical pulping of the stringy muscle tissue.
Cell-free in vitro translation assays
Protein synthesis rates were determined in vitro at 5 different temperatures (0, 5, 10, 15, 25
°C). Buffer composition and osmolarity of the cell free system was set to compensate for
dilution occurring upon lysis of the gill or white muscle tissue and to mimic the intracellular
fluid of marine fish. A refinement of assay conditions was achieved by preliminary
experiments with variable Phe, ATP, GTP and phosphocreatine  (PCr) concentrations. For
measurements of protein synthesis capacity, translation assays were conducted under
optimized physiological conditions. Incorporation of [2,3,4,5,6 3H] Phe into protein was
measured as a function of time in 11 µl samples from an incubation medium containing
22.5 µl lysate/75 µl and final concentrations of 30 mM Hepes buffer (sodium salt, adjusted to
pH 7.1 at 25 °C), 120 mM potassium chloride, 7 mM magnesium chloride, 5 mM DTT,
0.2 mM spermidine, all amino acids except Phe at 0.1 mM, 6 µM Phe (including 30 µCi of
[2,3,4,5,6 3H] Phe, Amersham, 116 Ci/mmol, 1 mCi = 37 MBq), 52 units RNasin
Ribonuclease Inhibitor (Promega), 1 mM ATP , 1 mM GTP and 30 mM PCr and 2.25 units
creatine phosphokinase as an ATP regeneration system to avoid a limitation of energy
supply. The contribution of low molecular weight components from the lysate to the final
concentration was not included in these numbers. Before starting translation with 22.5 µl
lysate the reaction mixture was allowed to equilibrate in a water bath set to the experimental
temperature of 0 °C, 5 °C, 10 °C, 15 °C or 25 °C for five minutes. After the addition of lysate,
the assay was quickly subdivided into aliquots of 11 µl and returned to the water bath set at
the experimental temperature. Reactions were run for given time periods and were
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terminated by 2 µl pancreatic RNAse (25 units/ml). Subsequently, 11-µl samples were
pipetted onto Phe saturated, semi-wet Whatman GF/C filters to minimize unspecific adhesion
of radioactive Phe to the filter. Filters were immersed in ice cold 10 % TCA, containing 5 mM
Phe as carrier, then washed once in 10 % and twice in 5 % ice cold TCA. After a final rinse in
95 % ethanol the filters were allowed to dry in air before dissolving them in 5 ml scintillation
cocktail (Packard, 57 % tritium counting efficiency). Radioactivity in the precipitated protein
was determined by liquid scintillation counting. A zero control, which contained RNAse right
from the beginning of the assay to prevent protein synthesis, was used to correct for back-
ground due to non-specific binding of [2,3,4,5,6 3H] Phe to components of the lysate. Results
were expressed as [2,3,4,5,6 3H] Phe incorporated into trichloroacetic acid-precipitable
protein (as DPM 11 µl assay-1) and was later converted to (µg protein mg FW-1 day-1) (see
below).
Analytical Methods
Total RNA and free endogenous Phe levels in lysates were determined as previously
described (48, 49). Tissue composition of gill and white muscle was determined by a
modified procedure of the Lowry technique (Sigma procedure no. P5656) for protein and by a
modified Schmidt-Thannhauser method for RNA (49). In addition to animals used for lysate
preparation, further control specimens and those acclimated to 5 °C were taken for measure-
ments of RNA and protein content.  Total AA composition of tissue protein was determined
by acidic hydrolysis followed by HPLC analysis (“Dr. Wiertz – Dipl. Chem. Eggert –
Dr. Joerissen” GmbH, Hamburg, Germany).
Derived Parameters and Statistics
Protein synthesis rates in gill and white muscle tissues at the different experimental tempera-
tures were determined using the initial, linear intercept of time dependent [2,3,4,5,6 3H] Phe
incorporation curves. Protein synthesis rates were converted from (DPM 11 µl assay-1 min-1)
via (nmol Phe 11 µl assay-1 min-1) into (µg protein mg FW-1 day-1). Therefore, the specific
radioactivity, expressed as (Bq pmol Phe-1) (1 DPM = 1/60 Bq), of each assay was calculated
from the amount of added radioactive and non-radioactive Phe in the assay plus the
measured free endogenous Phe of the lysates. Based on the total amino acid composition of
protein in gill or white muscle, respectively, the ratio of each amino acid to Phe in protein was
used to calculate the relationship between nmol of Phe incorporated and micrograms of




The translational capacity of RNA (expressed as mg protein per mg RNA per day) in
the in vitro system was calculated using the equation:
  
† 
kRNA =  
mg protein synthesized / 11 ml assay / day
mg RNA / 11 ml assay
Arrhenius activation energy (Ea) and Q10 were determined from an Arrhenius plot of log
Vprotein synthesis versus 1/T (K
-1). Ea values were expressed as Ea (kJ/mol) = -R * m * 1000,
where R is the gas constant (J mol-1 K-1) and m is the slope of the Arrhenius plot.
All data are expressed as means ± standard error (
† 
x  ± SE) unless stated otherwise.
Numbers (n) of determinations are given in parentheses or figure legends. Prior to analysis,
assumptions of normal distribution of the studied variables and homogeneity of variances
were tested. If any of the assumptions was violated, the data were transformed by xx, which
resulted in significantly improved normality and homogeneity of variances. Statistical
differences at the 5 % level were tested using analysis of variance (ANOVA) followed by the




Characterization of Tissue Composition and Lysates
The amino acid composition of white muscle and of gill protein from P. brachycephalum and
Z. viviparus is specified in Table 1. Acclimation to 5 °C exhibited no major effect on amino
acid composition in either species. Therefore and for the sake of simplicity amino acid
composition values determined in differently acclimated P. brachycephalum and Z. viviparus,
respectively, were summarized to one mean ± SD for white muscle and one mean ± SD for
gills. In muscle tissue only glycine differed significantly between species at the same protein
content, whereas in gill tissue of P. brachycephalum alanine, cysteine, methionine and
hydroxy-lysine levels were significantly lower than in gill tissue of Z. viviparus at the same
level of protein content. The ratio of each amino acid to Phe in protein of white muscle and
gill from both species was calculated from Table 1 and later used to convert nmol of Phe into
grams of protein synthesized. Thereby it was assumed that the ratio of incorporation of the
radiolabelled Phe to the incorporation of the 20 other common amino acids is one to one.
The Phe percentage of overall protein was equal in muscle and gill of both species (Table 1).
Despite identical protocols used for both species free endogenous Phe levels in white
muscle lysates of warm-acclimated P. brachycephalum (5 °C) were significantly reduced
compared to control animals (0 °C) but were still significantly higher than in lysates prepared
from white muscle of cold-acclimated (5 °C) or control (10 °C) Z. viviparus (Table 2). There
was no detectable difference in free endogenous Phe levels in gill lysates neither between
species nor within species maintained at various temperatures. The free endogenous Phe
levels in the lysates were taken to correct for the resulting differences in specific radioactivity.
RNA and protein concentrations as well as RNA:protein ratios, as an indicator for the
in vivo capacity of protein synthesis, were measured in tissues of control animals, and of
warm-acclimated P. brachycephalum and cold-acclimated Z. viviparus, respectively, for an
evaluation of long-term acclimation effects (Fig. 1). RNA levels in white muscle of control P.
brachycephalum (0 °C: 0.68 ± 0.06 µg RNA/mg FW, n = 6) and of control Z. viviparus (10 °C:
0.78 ± 0.07 µg RNA/mg FW, n = 6) were similar (Fig. 1A). In warm-acclimated
P. brachycephalum (5 °C) white muscle RNA was significantly reduced to 0.48 ± 0.02 µg
RNA/mg FW (n = 6), whereas cold-acclimated Z. viviparus (5 °C) showed a significant
elevation of white muscle RNA to 1.37 ± 0.09 µg RNA/mg FW (n = 6). Thus, there was a
significant difference in RNA content of white muscle between species at 5 °C. RNA:protein
ratios of white muscle tissue (Fig. 1C) followed the pattern of RNA contents (Fig. 1A) due to
equal protein contents (Fig. 1B) in both species. Surprisingly, gill tissues of both eelpout spe-
cies displayed very similar values and exhibited no significant changes in RNA and protein
concentrations and in RNA:protein ratios upon long-term acclimation to 5 °C (Fig. 1D-F). Gill
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RNA content in the Antarctic eelpout at 0 °C was 2.71 ± 0.10 µg RNA/mg FW (n = 6) and at
5 °C was 3.08 ± 0.19 µg RNA/mg FW (n = 6). These values were very similar to 3.19 ±
0.54 µg RNA/mg FW (n = 6) and 2.71 ± 0.29 µg RNA/mg FW (n = 6) determined in gills of
cold-acclimated and of control Z. viviparus, respectively.
The comparison of RNA contents in gills and white muscle revealed 4fold higher
levels in gills than in white muscle of control P. brachycephalum and 6.5fold higher values in
gills than in white muscle of warm-acclimated P. brachycephalum. Values were around
2.3fold higher and 3.5fold higher in gills than in white muscle of cold-acclimated and control
Z. viviparus, respectively. Overall, gills are among the most active tissues with respect to
protein turnover, which is reflected in a high RNA:protein ratio in both eelpout species at all
temperatures when compared to white muscle (Fig. 1C&F). Muscle naturally shows very low
protein turnover rates associated with high protein retention features. This was indicated by
virtually identical protein concentrations in white muscle and gills (Fig. 1B&E) at significantly
lower RNA contents in muscle (Fig. 1 A&D).
In both species there was a 25 % loss of RNA during the preparation of muscle lysates and a
30% loss in gill lysates when compared to tissue preparations. These losses were taken into
account when calculating the in vitro protein synthesis capacities of the tissue (µg protein/mg
FW/day).
 In vitro phenylalanine incorporation
Phenylalanine incorporation into protein requires the complete protein synthetic machinery of
the cell. The system used here resembles the buffering, osmotic and ionic conditions of the
tissues. One goal of this study was to compare protein synthesis capacities in P. brachy-
cephalum and Z. viviparus acclimated to various temperatures. By using the post-
mitochondrial supernatant in an optimized cell-free system the capacities of white muscle
and gill lysates of both species could be studied under identical physiological conditions.
Figure 2 shows the time course for the incorporation of [2,3,4,5,6 3H] Phe into trichloroacetic
acid-precipitable material at different temperatures by lysates prepared from gills of
P. brachycephalum (Fig. 2). Lysates prepared from both tissues exhibited the same principle
pattern of time course of in vitro translation regardless of acclimation temperature and
species as exemplified for the gill lysate in Figure 2: a linear period of incorporation was
followed by a progressive reduction of reaction velocity. The reaction approached completion
in an asymptotic manner thereafter. A higher degree of incorporation of Phe into protein was
achieved at higher temperatures, combined with an earlier relative slowing of the reaction.
Short periods of linear incorporation in lysates are typical when compared to other non-
reticulocyte cell-free systems (13, 21).
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In vitro protein synthesis and RNA translational capacity
Protein synthesis capacities (µg protein/mg FW/day) and RNA translational capacities (mg
protein/mg RNA/day) were calculated from initial Phe incorporation rates (Fig. 2) considering
Phe concentrations in the lysates (Table 2), amino acid composition of tissue protein and the
RNA concentration in tissues (Fig. 1A&D) and lysates, respectively.
P. brachycephalum (0 °C) vs. Z. viviparus (10 °C). In vitro protein synthesis capacities in
white muscle (Fig. 3A) and in gill lysates (Fig. 3C) displayed significant temperature
dependence in control P. brachycephalum maintained at 0 °C and in control Z. viviparus
maintained at 10 °C. Protein synthesis capacities were significantly higher over the total
temperature range in white muscle of P. brachycephalum compared to white muscle of
Z. viviparus, although the same RNA contents were found in white muscle tissues of both
species (Fig. 1A). An exponential increase of protein synthesis capacities was observed in
white muscle within the temperature range 0 °C - 10 °C in control P. brachycephalum and
within a temperature range 0 °C-15 °C in control Z. viviparus. In the lower temperature range
protein synthesis capacities of white muscle increased with identical Q10 values in control
P. brachycephalum (Q10 = 6.7 ± 2.1, n = 5, 0 °C-10 °C) and control Z. viviparus (Q10 = 7.0
± .2, n = 3, 0 °C- 15 °C), whereas temperature dependency was significantly lower in the
upper temperature range in both species. Above 10 °C, protein synthesis capacity of control
P. brachycephalum white muscle was curbed, evident from the Arrhenius plot (Fig. 3B) as a
significantly lower slope and Q10 (Q10 = 1.7 ± 0.3, n = 5) at higher temperatures. Control
Z. viviparus displayed restrained protein synthesis capacity only beyond 15 °C resulting in a
Q10 of 1.8 ± 0.0 between 15 °C and 25 °C. The same findings were even more distinct in gill
tissues (Fig. 3C&D) with equal RNA contents in the gills of both species (Fig. 1D). In the
temperature range 0 °C-10 °C protein synthesis capacities were considerably higher in gills
of control P. brachycephalum with a significantly lower temperature dependency compared to
control Z. viviparus (Q10 = 3.9 ± 1.0 versus Q10 = 10.6 ± 0.8). In the upper temperature range
(beyond 15 °C) protein synthesis capacities of P. brachycephalum fell below those of gill
tissues of control Z. viviparus. Interestingly, activation energies of protein synthesis were
slightly, though not significantly, lower in the lower temperature range, in white muscle of
P. brachycephalum (Ea =109 ± 21 kJ mol
-1) than in white muscle of Z. viviparus (Ea =127 ± 2
kJ mol-1). However, P. brachycephalum displayed significantly reduced Ea levels for in vitro
protein synthesis in gills (Ea = 81 ± 14 kJ mol
-1 versus Ea = 155 ± 5 kJ mol
-1in Z. viviparus).
The Z. viviparus cell-free system displayed a very low rate of protein synthesis at 0 °C
in both tissues (muscle: 2.5 ± 0.6 µg protein/mg FW/day; gill: 3.1 ± 0.7 protein/mg FW/day)
when compared to the much higher protein synthesis capacities in tissues of
P. brachycephalum at 0 °C (muscle: 11.8 ± 2.2 µg protein/mg FW/day; gill: 19.7 ± 2.7 µg
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protein/mg FW/day). The 4-5fold higher in vitro protein synthesis capacities in tissues of
P. brachycephalum measured at 0 °C can be explained by the 4-5fold higher RNA
translational capacity in either tissue (control P. brachycephalum: white muscle 4.68 ± 0.83
mg protein/mg RNA/day, n = 5; gill 3.09 ± 0.34 mg protein/mg RNA/day, n = 5, versus control
Z. viviparus: white muscle 1.16 ± 0.36 mg protein/mg RNA/day, n = 3; gill 0.57 ± 0.00 mg
protein/mg RNA/day, n = 3). At its respective habitat temperature of 10 °C, protein synthesis
capacities were 2fold higher in both tissues of control Z. viviparus compared to control
P. brachycephalum (0 °C).
Control P. brachycephalum (0 °C) vs. warm-acclimated P. brachycephalum (5 °C)
and control Z. viviparus (10 °C) vs. cold-acclimated Z. viviparus (5 °C). As expected RNA
translational capacities (Fig. 4) and protein synthesis capacities (Fig. 5) in lysates prepared
from tissues of 5 °C acclimated specimens were temperature dependent as already specified
for the protein synthesis capacities of control animals (see above). Fig. 4 depicts the effect of
long-term acclimation to 5 °C compared to control temperature on the in vitro RNA
translational capacities in white muscle (Fig. 4A&C) and in gill (Fig. 4B&D) of both species. In
this long-term acclimation experiment we found a crucial difference between the two species,
for both white muscle and gills. A significant reduction in RNA translational capacities was
observed in lysates prepared from both tissues of warm acclimated P. brachycephalum
compared to the “cold” control animals at 0 °C (Fig. 4A&B) over the measured temperature
range. In contrast, the RNA translational capacities in lysates of tissues of Z. viviparus
declined significantly upon cooling (Fig. 4C&D). In other words RNA translational capacities
appear to increase in P. brachycephalum at lower temperatures whereas Z. viviparus
experienced a decrease in RNA translational capacities upon cold acclimation when
measured in the in vitro cell free system under the same physiological conditions.
We were further interested in the effect of RNA translational capacities on protein
synthesis capacities in consideration of varying RNA contents, observed especially in white
muscle upon acclimation, by referring in vitro protein synthesis rates to mg fresh weight
(Fig. 5A&C).  High RNA contents amplify high RNA translational capacities and support high
protein synthesis capacities observed in white muscle lysates of control P. brachycephalum
in comparison to low RNA contents and low RNA translational capacities resulting in a
significantly lower protein synthesis capacity in white muscle lysates of warm-acclimated
P. brachycephalum. In contrast, high RNA contents counteract low RNA translational
capacities in white muscle lysate of cold-acclimated Z. viviparus when compared to low RNA
contents associated with high RNA translational capacities in white muscle lysates of control
Z. viviparus resulting in similar protein synthesis capacities at both acclimation temperatures.
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Warm-acclimated P. brachycephalum (5 °C) vs. cold-acclimated Z. viviparus (5 °C). The
comparison of both species acclimated to the same temperature is quite thrilling especially in
white muscle because of the large difference in RNA levels in the tissue due to warming of
P. brachycephalum versus cooling of Z. viviparus. Therefore, we contrasted the RNA
translational capacities and protein synthesis capacities of white muscle from warm-
acclimated P. brachycephalum and cold-acclimated Z. viviparus in the same Fig. 6 (A&B). At
an acclimation temperature of 5 °C RNA translational capacity in white muscle lysates of
P. brachycephalum was significantly above RNA translational capacities found in Z. viviparus
in vitro (Fig. 6A) over the whole range of assay temperatures. This was also valid for gill
tissues. Despite the much higher RNA contents in white muscle of Z. viviparus at 5 °C the
observed significantly higher RNA translational capacity in P. brachycephalum yielded similar
protein synthesis capacities in both species (Fig. 6B). This result and the finding of protein
synthesis rates in white muscle significantly different between species maintained at their
control temperatures (0 °C and 10 °C, respectively), despite similar RNA contents, indicate a
cold compensated protein synthesis machinery in the Antarctic P. brachycephalum.
The thermal sensitivity of in vitro protein synthesis in white muscle and gill lysates of
warm-acclimated P. brachycephalum and of cold-acclimated Z. viviparus followed the same
principle pattern as that observed for white muscle and gill lysates of control P.
brachycephalum. Protein synthesis capacity increased exponentially with rising temperature
between 0 °C and 10 °C. Above 10 °C, temperature dependence was reduced as indicated
by a significant drop of the slope in the Arrhenius plot of protein synthesis capacity measured
in white muscle lysates (Fig. 7A&C) and in gill lysates (Fig. 7B&D) of both species acclimated
to 5 °C. Only in control Z. viviparus a significant difference in the thermal sensitivity was
conspicuous compared to the other acclimation groups and is illustrated by an extended
linear temperature dependence in the low temperature range with a break temperature
shifted up to 15 °C in white muscle (Fig. 7C) and in gill lysates (Fig. 7D). In addition, with an
activation energy of 155 ± 5 kJ mol-1 and a Q10 value of 10.6 ± 0.8 at temperatures below
15 °C, the temperature dependence of protein synthesis in lysates prepared from gills of
control Z. viviparus (10 °C) was significantly higher compared to cold-acclimated Z. viviparus
(5 °C) with an Ea = 81 ± 22 kJ mol
-1 and a Q10 = 3.7 ± 0.8 in the temperature range 0-10 °C.
These findings indicate an cold acclimation dependent reduction in the thermal sensitivity of
the protein synthesis machinery of Z. viviparus, which could not be observed in lysates
prepared from tissues of P. brachycephalum upon acclimation. Activation energy averaged
85 ± 14 kJ mol-1 in white muscle and 88 ± 10 kJ mol-1 in gills of warm acclimated P.
brachycephalum versus 109 ± 21 kJ mol-1 in white muscle and 81 ± 14 kJ mol-1 in gills of
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Characteristics of the cell free protein synthesis system. The cell-free system itself was
developed in the 1960s; however, low activities have for a long time been the primary
shortcoming. The subsequent forty years of intensive studies on optimization made the cell-
free translation system a valuable tool to study protein synthesis capacity under physiological
conditions at high speed and accuracy, in excess of in vivo protein synthesis rates (16, 23,
45, 37, 39, 38, 28, 48). High-speed protein synthesis systems are mainly attained by
providing sufficient energy and amino acids (47, 19, 20, 18, 49) and preventing RNA
degradation by addition of RNasin ribonuclease inhibitor (26, 36, 13, 49).
These adjustments in assay composition were elaborated in preliminary experiments
and the resulting optimized cell free system allows direct comparison of protein synthesis
capacities in white muscle and gills of P. brachycephalum and of Z. viviparus acclimated to
various temperatures. An earlier study of an unsupplemented cell free system prepared from
liver of Antarctic fish, Trematomus bernacchii, showed significant protein synthesis activity at
0 °C (11). However, without adequate optimization the protein synthesis rate at 0 °C was by
a factor of more than 1000 (0.004% liver protein synthesized per day) below that observed in
vivo (5.3 – 6.9% tissue protein synthesized per day in liver, (46). In contrast, the gill and
white muscle lysates prepared from P. brachycephalum and from Z. viviparus in the present
study displayed between 800 and 3000-fold higher protein synthesis rates (control
P. brachycephalum: muscle 3.5%, gills 11.8% protein synthesized per day, measured at 0
°C; control Z. viviparus: muscle 5.3%, gills 18.7%, measured at 10 °C) when compared to
early in vitro determinations in Antarctic fish liver. The 1000-fold lower in vitro than in vivo
protein synthesis rates in liver of Trematomus bernacchii (11) and the order of magnitude, by
which the eelpout cell free systems exceed the activity of the “Trematomus” cell free system
corroborate the view that due to improved methodology values obtained in the present study
more closely approach the full in vitro capacity of the protein synthesis machinery.
The isolated translational machinery and its endogenous mRNA levels are a snapshot
of the cell, which mirrors the previous history of the in vivo protein synthesis system.
Therefore, in vitro protein synthesis capacities were compared in equal sized animals long
term acclimated to standard laboratory conditions. This minimizes the effects of fluctuating
environmental history such as variable food availability, light:dark regimes and temperature,
which is especially important when comparing animals in a latitudinal cline, and allows
analyzing the genetically based variation in the protein synthesis apparatus of both species.
Effects of temperature on the protein synthesis machinery. The Arrhenius treatment of the
data (log rate vs. inverse absolute temperature) clearly demonstrated that the temperature
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dependence is biphasic. The Arrhenius break temperature either reflects a change in kinetic
properties or onset of denaturation of functional proteins. In white muscle and in gills of both
acclimation groups of the stenothermal P. brachycephalum, the discontinuity seen at 10 °C is
close to the critical temperature (characterized by a transition to anaerobic metabolism)
reported between 9 and 13 °C in these animals (53, 29). The coincidence of Arrhenius
discontinuities and critical temperatures may be accidental, however, the gain of function at
lower temperature may have occurred at the expense of low thermal stability as documented
for other psychrophilic enzymes (8, 4).
Thermal acclimation apparently has an effect on the Arrhenius break temperature in
the eurythermal, but not in the stenothermal species. The discontinuity in white muscle and
gills of eurythermal Z. viviparus acclimated to 5 °C was below the one found in control
specimens of Z. viviparus (10 °C) which displayed an extended range of linear temperature
dependence at least up to 15 °C. This value is still below the critical temperature of
Z. viviparus which was found between 21 °C and 24 °C. Some correlative relationship
between ABT of protein synthesis and critical temperature may reflect the observation that
protein synthesis becomes depressed once oxygen limitation becomes effective. A similar
biphasic temperature dependence of protein synthesis has been reported for isolated
hepatocytes of the European eel Anguilla anguilla acclimated to 10 °C and 20 °C by
Jankowsky et al. (17). They report a discontinuity at around 15 °C to 16 °C for both
acclimation groups. Mammalian cells in culture show a sharp break in the Arrhenius plot for
protein synthesis at 24 °C (3) and protein synthesis in liver of the eurythermal toadfish
Opsanus tau acclimated to 22 °C also exhibited two temperature dependencies when
measured in vivo: Q10 = 2.5 in the 17 – 30 °C range; Q10 = 5  in the 7 - 17 °C range. Below
7 °C protein synthesis was inhibited, a finding attributed to failure of ribosomes to initiate
translation (33). All of these findings would suggest that ABT is not always identical to critical
temperature but rather related to the setting of kinetic properties. These relationships require
further analyses.
Considering the long term pattern of evolutionary cold adaptation, the cold adapted
protein synthesis machinery of P. brachycephalum might have lost (some of) the ability to
adjust to warmer temperatures. No shift in ABT occurs upon warm acclimation. However,
RNA translational capacity was reduced upon warming within the thermal tolerance range.
This process may reflect beneficial thermal acclimation, as the well being of warm acclimated
P. brachycephalum was not visibly affected during long term maintenance.
Arrhenius activation energies in the lower temperature range are altered in response
to the thermal history in cell free systems prepared from the eurythermal Z. viviparus. This
holds likewise for gill and white muscle and literature data also indicate that this may be a
common feature. Significantly reduced activation energies of protein synthesis rates were
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found in eel hepatocytes upon cold acclimation (17). Many enzymes of cold adapted species
display reduced activation enthalpies to counterbalance the expected decrease in reaction
velocity during cooling (12, 31, 4). Protein synthesis requires a variety of enzymes and the
overall activation energy mirrors that of the whole protein synthesis machinery. The protein
synthesis apparatus from white muscle and gill of P. brachycephalum also displays the
expected cold-induced drop in activation energy, when compared to the synthesis apparatus
of the respective tissues of temperate Z. viviparus. In contrast to decreasing activation
energies observed for the protein synthesis machinery of the eurythermal Z. viviparus,
however, the protein synthesis complexes of both tissues of P. brachycephalum did not
exhibit a rise in activation energy, which would be expected upon long term warming. This
might further indicate a highly cold adapted protein synthesis apparatus in the Antarctic
species, with a limited ability to acclimate.
Ectotherms living at high latitudes display cold compensated enzyme capacities
despite reduced metabolic rates. These patterns have been interpreted to reflect a downward
shift of oxygen limited thermal tolerance windows (41). P. brachycephalum, naturally adapted
to environments with very low, constant annual mean temperatures, have higher RNA
translational capacities at levels of RNA in gills and white muscle which are similar to those
in their confamilial counterparts from temperate habitats. This trend may reflect cold
compensation of enzyme capacities involved in protein synthesis in both high and low
turnover tissues such as gills and white muscles. The general process of peptide bond
formation, including tRNA acylation, initiation, elongation and termination, most likely
operates in the same way in both eelpout species adapted to different temperature regimes.
The enhanced translational activity at low temperature, indicated by the higher translational
capacity of the ribosomes, may rather result from cold optimization of the primary structures
of core ribosome proteins and ribosome-associated proteins, such as initiation and
elongation factors, as well as from cold compensation of enzyme activities involved in protein
synthesis (52). Examples for structural properties indicative of thermal adaptation of the
protein synthesis apparatus have been identified in several micro-organisms (42, 51).
Increased activities of elongation factor EF-1 have been demonstrated in liver of Antarctic
fish (11).
Acclimation hypothesis. The key question formulated in the introduction was whether, as a
general feature in cold acclimation and adaptation, higher RNA:protein ratios are suitable to
compensate for lower RNA translational capacities at lower acclimation temperatures. The
RNA concentrations of gill and white muscle did not differ between the species maintained at
their habitat temperatures. The levels of white muscle RNA found were comparable to total
RNA levels measured in white muscle of Z. viviparus and P. brachycephalum in a previous
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study by Hardewig et al. (10). They also found a significant rise in the RNA concentration in
white muscle of Z. viviparus upon cold acclimation. However, the constancy of this parameter
found in gills regardless of acclimation temperature and species already indicates that the
RNA:protein ratio does not exclusively reflect cold compensated protein synthesis capacity.
In the present study major changes in RNA:protein ratios upon acclimation were only
found in white muscle of both species. As already mentioned protein synthesis rates of white
muscle in fish are known to correlate very well with growth rates and react sensibly to
temperature changes upon acclimation (15, 34, 35). Therefore, the following discussion will
be confined to the white muscle of both species. A role for RNA:protein ratio in cold
compensation was only confirmed by the data obtained in the eurythermal eelpout
Z. viviparus, whereas it does not apply as a feature of latitudinal cold adaptation to the
Antarctic cold stenothermal eelpout P. brachycephalum. Reduced RNA translational
capacities in white muscle of Z. viviparus were clearly counteracted by an elevated
RNA:protein ratio resulting in similar protein synthesis capacities in both acclimation groups
of Z. viviparus. In contrast to the tested hypothesis, however, P. brachycephalum exhibited
increased RNA translational capacities compared to the temperate eelpout with no increase
in RNA:protein ratios. Nonetheless, RNA levels are temperature dependent in the Antarctic
eelpout, evidenced by a decrease in RNA levels during warm acclimation. At the same time,
warming of the Antarctic eelpout caused a drop in translational capacities in white muscle
(Figs. 1 and 4). Accordingly, both tissue RNA levels and RNA translational capacities are
thermally dependent in similar ways in both eelpout species, however, the range of RNA
levels seen in Z. viviparus between 5 and 10 °C is found at lower temperatures between 0
and 5 °C in the Antarctic species. This emphasizes the role of adjustments in translational
capacity during thermal adaptation. Changing translational capacities may also be involved in
other species. In different organs of rainbow trout increased specific elongation rates were
measured upon cold acclimation in cell free systems (45). Simon did not determine RNA
levels in the assay, however, he concluded that the increased specific elongation rates in
4 °C acclimated trout are due to an effective enhancement of enzymatic elongation factor
activities.
We conclude that P. brachycephalum evolved a cold adapted RNA translation
machinery with enhanced catalytic efficiencies and reduced Arrhenius activation energies to
function efficiently at low temperatures, however, at lower RNA:protein ratios than seen in
the temperate eelpout when cold acclimated. An increased RNA:protein ratio to counteract
temperature induced reduction of the translational capacity, as observed in many
eurythermal fish in vivo (14, 34) and in vitro in Z. viviparus upon cold acclimation (this study),
can partly be extrapolated to cold adapted invertebrates (30, 7, 48), but does probably not
hold for the highly adapted protein synthesis machineries of Antarctic fish. Further
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comparative studies are needed to evaluate the level and mechanisms of cold compensation
in protein synthesis capacities in Antarctic stenotherms.
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Table 1. Concentrations of amino acids in protein obtained from white muscle and gill tissue of P. 
brachycephalum and of Z. viviparus. The ratio of each amino acid to Phe in protein of gill and
muscle from both species was calculated to convert nmol of Phe into grams of protein
synthesized.
White muscle protein [g/100g] Gill protein [g/100g]
Amino acids P. brachycephalum Z. viviparus P. brachycephalum Z. viviparus
Cysteine 0.01a 0.01a 0.07 ± 0.03 0.07 ± 0.05
Aspartate 1.70 ± 0.15 1.71 ± 0.12 0.89 ± 0.07 1.09 ± 0.27
Hydroxy-proline ND ND 0.10 ± 0.05 0.15 ± 0.05
Threonine 0.76 ± 0.08 0.76 ± 0.03 0.53 ± 0.06 0.59 ± 0.16
Serine 0.63 ± 0.08 0.64 ± 0.07 0.47 ± 0.05 0.51 ± 0.13
Glutamate 2.40 ± 0.20 2.52 ± 0.17 1.23 ± 0.09 1.43 ± 0.33
Proline 0.53 ± 0.15 0.59 ± 0.03 0.47 ± 0.12 0.58 ± 0.23
Glycine  * 0.71 ± 0.07 0.82 ± 0.09 0.66 ± 0.08 0.79 ± 0.30
Alanine  # 0.89 ± 0.08 0.96 ± 0.08 0.49 ± 0.04 0.67 ± 0.16
Valine 0.90 ± 0.05 0.89 ± 0.10 0.57 ± 0.05 0.64 ± 0.20
Cysteine  # 0.16 ± 0.08 0.15 ± 0.01 0.02 ± 0.01 0.05 ± 0.02
Methionine  # 0.59 ± 0.09 0.64 ± 0.05 0.09 ± 0.03 0.23 ± 0.11
Isoleucine 0.86 ± 0.07 0.86 ± 0.06 0.42 ± 0.03 0.43 ± 0.14
Leucine 1.44 ± 0.15 1.38 ± 0.15 0.81 ± 0.07 0.86 ± 0.26
Tyrosine 0.44 ± 0.07 0.49 ± 0.06 0.23 ± 0.04 0.27 ± 0.09
Phenylalanine 0.74 ± 0.09 0.74 ±0.04 0.42 ± 0.07 0.48 ± 0.11
Hydroxy-lysine  # ND ND 0.02 ± 0.01b 0.04 ± 0.01
Ornithin 0.04 ± 0.02 0.03 ± 0.01 0.01 ± 0.00 0.01 ± 0.00
Lysine 1.54 ± 0.12 1.56 ± 0.13 0.74 ± 0.08 0.82 ± 0.21
Histidine 0.38 ± 0.05 0.43 ± 0.09 0.31 ± 0.06 0.27 ± 0.05
Arginine 1.07 ± 0.12 1.07 ± 0.08 0.57 ± 0.10 0.70 ± 0.17
Total 16.2 ± 1.1 15.8 ± 1.4 10.7 ± 2.8 9.1 ± 0.8
% Fraction of Phe 4.6 ± 0.3 4.7 ± 0.1 4.5 ± 0.3 4.7 ± 0.5
Note: The % fraction of Phe within the protein was calculated from the ratio of phenylalanine content
over the sum of amino acids multiplied by 100.
Data are given as means ± SD (n=6, except for gill of Z. viviparus n=5). * indicates a significant
difference (p<0,05) between species in white muscle. # indicates a significant difference (p<0,05)
between species in gill. ND = not detectable, a only 1 detectable value out of 6 determinations., b only
5 detectable values out of 6 determinations. Digestion with HCl converts asparagine and glutamine to
aspartate and glutamate, respectively.
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Table 2. Free endogenous phenylalanine in lysates prepared from white muscle and gills of P.
brachycephalum maintained at control temperature (0 °C) or acclimated to 5 °C and of Z.
viviparus acclimated to 5 °C or maintained at control temperature (10 °C). Incorporation of
[2,3,4,5,6 3H] Phe was corrected for free endogenous Phe.
Data are given as means ± SE. * indicates a significant difference (P<0.05) of free endogenous Phe
concentration in lysates prepared from white muscle between species and within species at varying
acclimation temperatures. # indicates a significant difference (P<0.05) of free endogenous Phe
concentration in lysates prepared from different tissues of the same species acclimated to the same
temperature.




P. brachycephalum (0 °C)# 5 0.32 ± 0.05* 0.14 ± 0.05
P. brachycephalum (5 °C)# 5 0.21 ± 0.03* 0.08 ± 0.01
Z. viviparus (5 °C) 4 0.10 ± 0.03 0.11 ± 0.02
Z. viviparus (10 °C) 3 0.08 ± 0.01 0.08 ± 0.02
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Fig. 1. RNA (A: white muscle; D: gill), protein (B: white muscle; E: gill) concentrations and RNA:protein
ratios (C: white muscle; F: gill) in P. brachycephalum under control conditions (0 °C) (black
bars), in warm-acclimated P. brachycephalum (5 °C) (hatched bars next to black bars), in cold-
acclimated Z. viviparus (5 °C) (hatched bars next to white bars) and in control Z. viviparus (10
°C) (white bars). Data points are means ± SE (n = 6). Only the same tissues were tested for
the significance of differences. Values with the same letter are significantly different.
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Fig. 2. Time course of incorporation of [2,3,4,5,6 3H] Phe into trichloroacetic acid-precipitable protein at
different temperatures by cell-free lysates prepared from gills of control P. brachycephalum
maintained at 0 °C. (0 °C: filled circles; 5 °C: open circles; 10 °C: filled triangles; 15 °C: open
rhombuses; 25 °C: closed squares). Data points are means ± SE (n = 5).
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Fig. 3. Temperature dependent in vitro protein synthesis capacities in white muscle (A) and gills (C) of
control P. brachycephalum and control Z. viviparus. Arrhenius plots and discontinuities in
protein synthesis capacities measured in lysates of white muscle (B) and of gills (D) result as
intersections of linear (r=0.99 in the temperature range 10 °C–25 °C) and second order
polynomial regressions (r=1.0 in the temperature range 0 °C-10 °C) for protein synthesis
capacities in both tissues of P. brachycephalum and as a linear regression (r=0.99 in the
temperature range 0 °C-15 °C) for protein synthesis capacities in both tissues of Z. viviparus.
(Closed circles: control P. brachycephalum maintained at 0 °C, closed squares: control Z.
viviparus maintained at 10 °C). Data points are means ± SE (control P. brachycephalum n = 5;
control Z. viviparus n = 3).
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Fig. 4. Temperature dependent RNA translational capacities in lysates prepared from white muscle (A)
and gills (B) of P. brachycephalum and in lysates prepared from white muscle (C) and gills (D)
of Z. viviparus acclimated to various temperatures. (Closed circles: control P. brachycephalum
maintained at 0 °C; open circles: warm-acclimated P. brachycephalum (5 °C); closed squares:
control Z. viviparus maintained at 10 °C; open squares: cold-acclimated Z. viviparus (5 °C)).
Data points are means ± SE (control and warm-acclimated P. brachycephalum n = 5; control
Z. viviparus n = 3; cold-acclimated Z. viviparus n = 4).
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Fig. 5. Temperature dependent protein synthesis capacities in lysates prepared from white muscle (A)
and gills (B) of P. brachycephalum and in lysates prepared from white muscle (C) and gills (D)
of Z. viviparus acclimated to various temperatures. Data of in vitro protein synthesis capacities
in white muscle and gills of control P. brachycephalum and control Z. viviparus were adopted
from Fig. 3(A&C). (Closed circles: control P. brachycephalum maintained at 0 °C; open circles:
warm-acclimated P. brachycephalum (5 °C); closed squares: control Z. viviparus maintained at
10 °C; open squares: cold-acclimated Z. viviparus (5 °C)). Data points are means ± SE
(control and warm-acclimated P. brachycephalum n = 5; control Z. viviparus n = 3; cold-
acclimated Z. viviparus n = 4).
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Fig. 6. Temperature dependent RNA translational capacities (A) and protein synthesis capacities (B) in
lysates prepared from white muscle of warm-acclimated P. brachycephalum and of cold-
acclimated Z. viviparus. RNA translational capacities were adopted from Fig. 4 and protein
synthesis capacities from Fig. 5. (Open circles: warm-acclimated P. brachycephalum
maintained at 5 °C; open squares: cold-acclimated Z. viviparus maintained at 5 °C). Data
points are means ± SE (warm-acclimated P. brachycephalum n = 5; cold-acclimated Z.
viviparus n = 4).
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Fig. 7. Comparison of Arrhenius plots of protein synthesis capacities obtained in lysates of
white muscle (A&C) and gills (B&D) and resulting as the intersection of linear (r=0.99
in the temperature range 10 °C–25 °C) and second order polynomial regressions (r=1.0
in the temperature range 0 °C-10 °C) for control P. brachycephalum (A&B) and for
cold acclimated Z. viviparus (C&D) and warm-acclimated P. brachycephalum (A&B).
Arrhenius plots of protein synthesis capacities measured in lysates prepared from
white muscle of warm-acclimated P. brachycephalum result as the intersection of
linear (in the temperature range of 10 °C-25 °C, r = 0.99) and a steeper linear curve
progression in the temperature range of 0 °C-10 °C (r=1). A linear regression (r=0.99
in the temperature range 0 °C-15 °C) for protein synthesis capacities was found for
lysates prepared from white muscle and gills of control Z. viviparus (C&D). (Closed
circles: control P. brachycephalum maintained at 0 °C, open circles: warm acclimated
P. brachycephalum (5 °C), closed squares: control Z. viviparus maintained at 10 °C,
open squares: cold acclimated Z. viviparus (5 °C)). Data points are means ± SE
(control and warm-acclimated P. brachycephalum n = 5; control Z. viviparus n = 3;




Die Diskussion befasst sich mit den wichtigsten Ergebnissen aus den Publikationen I, II und
III und ergänzt sie durch zusätzliche Ergebnisse. Die Bedeutung der Ergebnisse wird im
Lichte der drei in der Einleitung erläuterten Hypothesen diskutiert. Unterschiede und Ge-
meinsamkeiten zwischen den polaren Evertebraten und Fischen sollen herausgearbeitet
werden, um eventuell allgemeine Prinzipien der Anpassung des Proteinsyntheseapparates
an kalte Temperaturen zu erkennen.
4.1. Die energetischen Kosten der Proteinbiosynthese
Leben in der permanenten Kälte der Antarktis ist mit einem niedrigen Sauerstoffverbrauch
assoziiert und somit nicht so „teuer“ wie das Leben in wärmeren Gebieten. Der niedrigere
Sauerstoffbedarf könnte u. a. durch reduzierte Proteinumsätze oder  niedrigere Aktivitäten
der Ionenpumpen in der Kälte verursacht werden (Clarke 1991). Eine Grundvoraussetzung
für die bereits in der Einleitung erläuterte „Energiebudget Hypothese“ ist, dass die energe-
tischen Kosten für die zellulären Prozesse unabhängig von der Temperatur gleich bleiben.
Erste Berechnungen zu den Kosten der Proteinbiosynthese in kalt stenothermen ant-
arktischen Tieren beruhen auf Messungen des Sauerstoffverbrauchs und ergaben zwischen
0.5-0.6 ATP pro Peptidbindung in Seeigelembryonen Sterechinus neumayeri (Marsh et al.
2001) und 97 ATP pro Peptidbindung in der antarktischen Assel Glyptonotus antarcticus
(Whiteley et al. 1996). Der Anteil der Proteinbiosynthese am Sauerstoffverbrauch ist jedoch
sehr problematisch abzuschätzen und kann durch methodische Probleme stark von dem
theoretischen Wert von 4 ATP pro Peptidbindung abweichen (Wieser und Krumschnabel
2001; Aoyagi et al. 1988; Waterlow und Millward 1989; Houlihan et al. 1995). In der vor-
liegenden Arbeit wurde deswegen eine ganz neue Methode entwickelt, mit der die energe-
tischen Kosten in einem in vitro System auf direktem Weg am isolierten Proteinsynthese-
apparat bestimmt werden können. Diese Methode wird ausführlich in Publikation I diskutiert
und das Prinzip soll nur kurz zusammengefasst werden. Der in vitro Translationsassay hat
den Vorteil, dass der Proteinsyntheseapparat verschiedener Arten unter gleichen stand-
ardisierten, physiologischen Bedingungen verglichen werden kann. Inzwischen ist es all-
gemein anerkannt, dass die Proteinbiosynthese im zellfreien in vitro System genau so regu-
liert wird, wie in der intakten Zelle. Durch Optimierung des Translationsassays kann die Ma-
ximalgeschwindigkeit der Proteinbiosynthese, die Proteinsynthesekapazität, gemessen
werden (Jackson 1982; Simon 1987; Lopo et al. 1989; Patnaik und Swartz 1998). Zunächst
musste der Translationsassay also optimiert werden, um den Vergleich der energetischen
Kosten, aber auch der Proteinsynthesekapazitäten zwischen den Arten, nicht durch
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Substratlimitierung zu verfälschen. Insbesondere die Zugabe von PLA bei den Pectiniden
bzw. PCr bei den Zoarciden, sowie von ATP und GTP war wichtig, um maximale in vitro Pro-
teinsyntheseraten zu erlangen (siehe Abbildung 2 in Publikation I, S. 26). Dies wurde auch in
vielen anderen zellfreien Translationssystemen beobachtet (Spirin et al. 1988; Kawarasaki et
al. 1995 und 1998; Kang et al. 2000). Über die gesamte Zeit der Proteinbiosynthese sorgte
das PLA-Regenerationssystem (PLA und Argininkinase) für konstante ATP- und GTP-
Konzentrationen im Translationsassay (siehe Abbildung 4 in Publikation I, S. 27), so dass
der Energiebedarf für die Proteinbiosynthese ausschließlich aus dem PLA-Verbrauch
berechnet werden konnte. Der PLA-Abbau über die Zeit wurde in zwei parallelen Assays des
gleichen Lysates gemessen, in denen die Proteinbiosynthese einmal inhibiert und einmal
nicht inhibiert wurde.
Damit konnte zwischen dem PLA-Verbrauch der Proteinbiosynthese und anderen
energieverbrauchenden Prozessen im Translationsassay unterschieden werden. Die Dif-
ferenz (PLA-Abnahme: Abbildung 4B) zwischen den beiden Kurven entsprach den Kosten
Abbildung 4: In vitro Inkorporation von [2,3,4,5,6 3H] Phe in neu synthetisiertes Protein über die Zeit
(A), Durch Proteinbiosynthese verursachte PLA-Abnahme im in vitro Assay (B).
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der Proteinbiosynthese. Die zum PLA-Abbau gehörige Proteinbiosynthese im Translations-
assay wurde in einem dritten parallelen Assay des gleichen Lysates durch Einbau von radio-
aktivem Phenylalanin über die Zeit  detektiert (Abbildung 4A). Der PLA-Verbrauch konnte
dann direkt auf die Proteinbiosynthese bezogen werden. Auf diese Weise wurden die ener-
getischen Kosten in den Kiemenlysaten der beiden Pectinidenarten bestimmt.
Der berechnete Energiebedarf für A. opercularis betrug 5.6 ± 0.6 PLA pro Peptid-
bindung und für A. colbecki 4.3 ± 0.7 PLA pro Peptidbindung. Die energetischen Kosten für
die Proteinbiosynthese unterschieden sich nicht signifikant zwischen der antarktischen und
der europäischen Kammmuschel und kommen den theoretisch berechneten Kosten von
4 ATP pro Peptidbindung sehr nahe. Die hier entwickelte Methode ist wesentlich genauer,
als die mit Hilfe des Sauerstoffverbrauches geschätzten Kosten für die Proteinbiosynthese.
Es muss an anderen ektothermen Tieren getestet werden, ob dieses Ergebnis allgemein-
gültig ist.  In den Kiemen der Kammmuscheln trifft die Grundvoraussetzung für die „Energie-
budget Hypothese“ zu. In der antarktischen A. colbecki haben sich die energetischen Kosten
für die Proteinbiosynthese über eine lange Zeit der Adaptation an kalte Temperaturen nicht
geändert. Trotz eines geringeren Gesamtenergieumsatzes aufgrund des kalt stenothermen
Lebens in der permanenten Kälte (Pörtner 2002a) funktioniert die Proteinbiosynthese bei der
kalt stenothermen und der eurythermen Kammmuschelart wahrscheinlich gleich, das heißt
2 ATP werden für die Aminoacylierung und 2 GTP für die Peptidbindung gebraucht.
4.2. Temperaturkompensation
4.2.1. Temperaturabhängigkeit der Proteinsynthesekapazitäten
Im optimierten Translationsassay konnten nicht nur die energetischen Kosten, sondern auch
die Kapazitäten des isolierten Proteinsyntheseapparates unter nicht limitierenden, physio-
logischen Bedingungen bei Pectiniden und Zoarciden untersucht werden. Dies sollte Auf-
schluss darüber geben, ob die Kapazitäten der Proteinbiosynthese der antarktischen Arten
im Vergleich zu ihren Artverwandten aus wärmeren Gebieten kältekompensiert sind. Der
isolierte Proteinsyntheseapparat und der RNA Gehalt sind eine Momentaufnahme des Syn-
theseapparates aus dem lebenden Organismus und spiegeln die Anpassung an die voran-
gegangenen Umweltbedingungen wider. Die Proteinsynthese ist sehr variabel und ändert
sich beispielsweise mit dem Nahrungsangebot, der Größe bzw. dem Entwicklungsstand der
Tiere (Übersichtsartikel von Houlihan 1991). Für die Präparation der Lysate wurden des-
wegen Tiere von gleicher Größe und gleichem Ernährungszustand eingesetzt, um diese
Effekte auf den Proteinsyntheseapparat zu minimieren. Unterschiede zwischen der
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Abbildung 5: In vitro Proteinsynthesekapazität in Abhängigkeit von der Temperatur (A), RNA Gehalt
(B), in vitro RNA Translationskapazität in Abhängigkeit von der Temperatur (C) in Kiemen von
A. colbecki, gehältert bei 0 °C, und A. opercularis, gehältert bei 10 °C.
Proteinsynthesekapazität der kalt stenothermen und der eurythermen Pectiniden bzw.
Zoarciden können daher als Adaptation an ihre Umgebungstemperatur gesehen werden.
Die in vitro Proteinsynthesekapazität erhöhte sich mit zunehmender Assaytemperatur
in beiden Pectinidenarten (Abbildung 5A). Während die Proteinsynthesekapazität in
A. colbecki (gehältert bei 0 °C) mit einem Q10 (0-15 °C) von 2.2 anstieg, war die Temperaturab-
hängigkeit in A. opercularis (gehältert bei 10 °C) deutlich höher (Q10 (0-15 °C) = 3.4). Dies
spiegelte sich auch in der Aktivierungsenergie wider, die bei A. colbecki signifikant niedriger
lag als bei A. opercularis (Ea = 63 versus Ea = 79). Die geringere Temperaturabhängigkeit im
Einklang mit einer niedrigeren Aktivierungsenergie bei den antarktischen Kammmuscheln
weisen auf eine Temperaturkompensation hin. Viele Enzyme kalt adaptierter Tiere besitzen
niedrige Aktivierungsenergien, um niedrigen Reaktionsgeschwindigkeiten durch abneh-
mende Temperaturen entgegenzuwirken (Hochachka und Somero 1984; Marshal 1997;
D’Amico et al. 2002).  Verschiedenste Enzyme sind in die Proteinbiosynthese involviert, so-
dass die Aktivierungsenergie des gesamten Proteinsyntheseapparates ein Summenpara-
meter ist. Auch im Einklang mit der geringeren Aktivierungsenthalpie war die Proteinsyn-
thesekapazität in den Kiemenlysaten der stenothermen A. colbecki bei allen Messtempera-
turen signifikant höher als in den Kiemenlysaten der eurythermen A. opercularis (Abbildung
5A).
Die Proteinsynthesekapazitäten in den Kiemen- und Muskellysaten der antarktischen
Aalmuttern lagen ebenfalls in dem Temperaturbereich 0-10 °C höher als bei den Nordsee
Aalmuttern im Bereich 0-15 °C (Abbildung 6A, 7A). Im unteren Temperaturbereich zeigte der
Vergleich der beiden Aalmutterarten das gleiche Bild wie bei den Pectiniden. Die in vitro Pro-
teinsynthesekapazität in den Kiemen der antarktischen P. brachycephalum (gehältert
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Abbildung 6: In vitro Proteinsynthesekapazität in Abhängigkeit von der Temperatur (A), RNA Gehalt
(B), in vitro RNA Translationskapazität in Abhängigkeit von der Temperatur (C) in der Kieme
von P. brachycephalum, gehältert bei 0 °C, und Z. viviparus, gehältert bei 10 °C.
bei  0 °C) war wesentlich weniger von der Temperatur abhängig (Q10 (0-10 °C) =  3.9), als die
der temperierten Z. viviparus (Q10 (0-15 °C) = 10.6). Die Aktivierungsenergien unterschieden
sich signifikant (Ea = 88  versus Ea = 155). In den Muskellysaten konnte zwischen den beiden
Arten kein Unterschied im Q10 oder der Aktivierungsenergie Ea gefunden werden. Bei 0 °C
war die Proteinsynthesekapazität in den Kiemen der antarktischen Kammmuschel 18fach
höher, und die Synthesekapazität in den Kiemen bzw. dem Muskel der antarktischen Aalmut-
ter 6fach bzw. 4.6fach höher als die Proteinsynthesekapazitäten der verwandten Arten aus
wärmeren Gebieten. Dies zeigt deutlich, dass die polaren Organismen, unabhängig zu
welcher Tiergruppe sie gehören, trotz eines niedrigeren Energieumsatzes einen kältekom-
pensierten Proteinsyntheseapparat entwickelt haben.
Abbildung 7: In vitro Proteinsynthesekapazität in Abhängigkeit von der Temperatur (A), RNA Gehalt
(B), in vitro RNA Translationskapazität in Abhängigkeit von der Temperatur (C) im Muskel von




Es schloss sich im folgenden die Frage an, ob die polaren Tiere die Proteinsynthesekapa-
zität durch eine Erhöhung ihrer RNA Konzentration im Gewebe oder durch eine Erhöhung
der RNA Translationskapazität kompensieren. In den Geweben der Kammmuscheln und
Aalmuttern wurde deswegen der RNA Gehalt bestimmt (Abbildung 5B, 6B, 7B). Die im
Translationsassay gemessenen Proteinsynthesekapazitäten (mg neu synthetisiertes Protein
mg Gewebe-1 Tag-1, Abbildung 5A, 6A, 7A) konnten dann für die unterschiedlichen RNA Ge-
halte in den Lysaten korrigiert und die RNA Translationskapazitäten in den Assays berechnet
werden (mg neu synthetisiertes Protein mg RNA-1 Tag-1, Abbildung 5C, 6C, 7C). Die ant-
arktische Kammmuschel hatte signifikant höhere RNA Gehalte in der Kieme als die euro-
päische Art. Die antarktische Aalmutter hingegen wies gegenüber der Nordsee Aalmutter
weder in den Kiemen noch im Muskel höhere RNA Gehalte auf. Der Vergleich bei 0 °C
zeigte eine 18fach höhere Proteinsynthesekapazität in der antarktischen Kammmuschel. Der
geringere Teil konnte durch höhere RNA Gehalte im Gewebe (2fach: Abbildung 5B), der
größere Teil durch erhöhte RNA Translationskapazitäten (9fach: Abbildung 5C) erklärt wer-
den. Bei den antarktischen Aalmuttern war die im Vergleich zur Nordsee Aalmutter hohe Pro-
teinsynthesekapazität bei 0 °C in beiden Geweben ausschließlich durch eine höhere
RNA-Translationsaktivität (Abbildung 6C, 7C) begründet.
Die hohen Kapazitäten der Ribosomen könnten durch funktionale Optimierung der
Primärstrukturen ribosomaler Kernproteine, der Initiations-, Elongations- oder Terminations-
faktoren hervorgerufen werden. Eine weitere Erklärung wären höhere Aktivitäten der in die
Proteinbiosynthese involvierten Enzyme. Strukturelle Modifikationen des Proteinsynthese-
apparates konnten für verschiedene Mikroorganismen demonstriert werden (Ray et al. 1998;
Thomas und Cavicchioli 2002). Erhöhte Aktivitäten des Elongationsfaktors EF-1 wurden in
der Leber des antarktischen Fisches Trematomus bernacchii im Vergleich zu temperierten




Akklimatisation oder „Akklimation“ ektothermer Organismen an niedrige Temperaturen ist
häufig mit einer Erhöhung der RNA Konzentrationen bzw. der RNA:Protein Verhältnisse ver-
bunden, um einer bei kalten Temperaturen niedrigeren RNA Aktivität entgegenzuwirken
(Goolish et al. 1984; Foster et al. 1992; Foster et al. 1993; Mathers et al. 1993; McCarthy
und Houlihan 1996; McCarthy et al. 1999). Verschiedene Autoren schlagen eine Extrapo-
lation dieser „Akklimatisationshypothese“ auf kalt adaptierte Ektotherme im Vergleich zu
ihren eurythermen Artverwandten vor (McCarthy und Houlihan 1996; Fraser et al. 2002a).
Das muss nach den Erkenntnissen aus dieser Arbeit und den in der Literatur vorhandenen
Angaben revidiert werden. Erhöhte RNA Konzentrationen bzw. RNA:Protein Verhältnisse
wurden bisher nicht in antarktischen Fischen, (P. brachycephalum: Abbildung 6B, 7B; Smith
und Haschemeyer 1980; Hardewig et al. 1999) sondern ausnahmslos nur in antarktischen
Evertebraten nachgewiesen (Whiteley et al. 1996; Marsh et al. 2001; Robertson et al. 2001;
Fraser et al. 2002a). In dieser Arbeit wurden höhere RNA Gehalte nur für die untersuchten
Gewebe der antarktischen Kammmuschel gefunden (siehe Abbildung 3 aus Publikation II,
S. 39). Der Vergleich der RNA Translationskapazitäten der beiden Kammmuschelarten,
gemessen bei ihrer jeweiligen Umgebungstemperatur, zeigte bei Normalisierung auf den
gleichen RNA Gehalt eine vollständig kompensierte RNA Translationskapazität für A. col-
becki (0 °C A. colbecki versus 15 °C A. opercularis: durch den Pfeil in der Abbildung 5C
verdeutlicht). Die hohen RNA Gehalte dienen also nicht als Kompensation für niedrige RNA
Translationskapazitäten, sondern stellen vielmehr eine „Überkompensation“ dar. Diese soll
später noch eingehender diskutiert werden.
Der Vergleich der RNA Translationskapazitäten in Kiemen und Muskel der Aalmuttern
zeigte sowohl in den Kiemen als auch im Muskel der antarktischen Aalmutter etwas
niedrigere RNA Translationskapazitäten gegenüber der Nordsee Aalmutter (0 °C P. brachy-
cephalum versus 10 °C Z. viviparus: durch den Pfeil in der Abbildung 6C bzw. 7C verdeut-
licht). Es traten keine Unterschiede im RNA Gehalt bzw. RNA:Protein Verhältnis zwischen
den beiden Arten auf. Daher stellte sich die Frage, wie sich die Proteinsyntheseapparate der
unterschiedlich adaptierten Aalmuttern bei Akklimation von ihrer Umgebungstemperatur
(0 °C P. brachycephalum versus 10 °C Z. viviparus) an 5 °C verhalten würden. Es sollte
geklärt werden, ob die antarktische und die Nordsee Aalmutter bei der niedrigeren Inkuba-
tionstemperatur ein höheres RNA:Protein Verhältnis zur Kompensation niedriger RNA-Trans-
lationskapazitäten aufweisen. In der Kieme waren weder im RNA Gehalt noch im
RNA:Protein Verhältnis Unterschiede bei den verschiedenen Inkubationstemperaturen und
Arten zu sehen. Im weißen Muskel hingegen waren bei der jeweils niedrigeren
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Abbildung 8: In vitro RNA Translationskapazitäten in Kiemen und Muskel von P. brachycephalum und
Z. viviparus „akklimiert“ an 5 °C.
Inkubationstemperatur für beide Arten (P. brachycephalum 0 °C und Z. viviparus 5 °C) die
RNA Gehalte signifikant erhöht. Das bedeutet, dass die RNA Gehalte der  P. brachy-
cephalum, genau wie bei Z. viviparus, temperaturabhängig sind und bei wärmeren „Akklima-
tionstemperaturen“ sinken (siehe Abbildung 1 aus Publikation III, S. 73). Der Hypothese
entsprechend war die RNA Translationskapazität im weißen Muskel von Z. viviparus bei 5 °C
reduziert. Dahingegen wies der weiße Muskel von P. brachycephalum, den Erwartungen
widersprechend, bei 0 °C deutlich höhere RNA Translationskapazitäten als bei 5 °C auf.
Unabhängig von diesem Unterschied zeigen beide Aalmutterarten sowohl im RNA Gehalt als
auch in der RNA Translationskapazität die Fähigkeit den Proteinsyntheseapparat an unter-
schiedliche Temperaturen anzupassen. Jedoch ist der Temperaturbereich, in dem die
Anpassung erfolgt, jeweils innerhalb der jeweiligen Temperaturtoleranz der beiden Arten. Im
zwischenartlichen Vergleich besaß P. brachycephalum deutlich höhere RNA Translationska-
pazitäten in Kiemen und Muskel als Z. viviparus (Abbildung 8).
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass sowohl die antarktischen Evertebraten
als auch die Fische im Vergleich zu ihren verwandten Arten aus wärmeren Gebieten kälte-
kompensierte Proteinsynthesekapazitäten besitzen. Diese sind durch kompensierte RNA
Translationskapazitäten erklärbar, was für die Entwicklung eines kosteneffizienten Wachs-
tumsapparates spricht. Bei den Evertebraten kommt zusätzlich zur Kompensation der RNA
Translationskapazitäten als weitere Anpassung an die kalten Temperaturen eine Erhöhung
der RNA Gehalte hinzu. Die höheren RNA Gehalte in der Kieme der antarktischen A. col-
becki führten im Vergleich zur europäischen A. opercularis  zu einer Steigerung der Protein-
synthesekapazität um einen Faktor 2 (Abbildung 5B). Die 18fach höhere Proteinsynthese-
kapazität bei 0°C war jedoch hauptsächlich durch erhöhte RNA Translationskapazitäten zu
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erklären (9fach: Abbildung 5C).  Die „Überkompensation“ der RNA Gehalte könnte daher
eher ein positiver Nebeneffekt niedriger RNA Umsatzraten bei niedrigen Temperaturen sein,
der außerdem geringere Diffusionswege der neu synthetisierten Proteine zu ihren Zielorten
erlaubt.
4.4. Die drei Hypothesen
4.4.1. In vivo Temperaturanpassung
Die erste in der Einleitung erwähnte Hypothese, dass der direkte Einfluss der Temperatur auf
physiologische und biochemische Reaktionen in der Zelle Ursache für das langsamere jähr-
liche Wachstum der Tiere ist, kann zumindest für die Kammmuscheln und Aalmuttern klar
verneint werden. Die untersuchten polaren Organismen zeigen eine deutliche Kompensation
ihres Proteinsyntheseapparates, gekennzeichnet durch niedrige Aktivierungsenergien und
hohe RNA Translationskapazitäten im Vergleich zu ihren borealen Artverwandten. Die hohen
Kapazitäten des Proteinsyntheseapparates in kalt stenothermen
Tabelle 1. Proteinsyntheseraten (ks), Translationseffizienz (kRNA) und RNA Gehalt in Kiemen
verschiedener Evertebraten und Fische (alle gefüttert) adaptiert an verschiedene
Umgebungstemperaturen. Ausgeschlossen der Werte aus dieser Arbeit (grau hinterlegt)
wurden alle Daten in vivo erhoben.
T Temperatur (°C); ks  Proteinsyntheserate [% Protein synthetisiert Tag
-1], kRNA [mg Protein
synthetisiert mg RNA-1 Tag-1], RNA [mg g FG-1]; SW Süßwasser
Spezies T (°C) Kieme ks kRNA RNA Quelle
Antarktische Evertebraten
Adamussium colbecki 0 16.4 5.8 2.3 Diese Arbeit (in vitro)
Antarktische Fische
Pachycara brachycephalum 0 11.8 3.1 2.71 Diese Arbeit (in vitro)
Trematomus bernacchii -1,5 5.3 - - Smith & Haschemeyer 1980
Trematomus hansoni -1,5 3.2 1.3 1.6 Smith & Haschemeyer 1980
Trematomus newnesi -1,5 1.5 - - Smith & Haschemeyer 1980
Gymnodraco acuticeps -1,5 1.3 - - Smith & Haschemeyer 1980
Notothenia corriceps 2 1.6 - - Haschemeyer 1983
Chaenocephalus aceratus
(Eisfisch)
2 0.85 - - Haschemeyer 1983
Boreale Evertebraten
Aequipecten opercularis 15 8.8 4.6 1.17 Diese Arbeit (in vitro)
Carcinus maenas 15 4.8 1.58 - Houlihan et al. 1990b
Octopus vulgaris 22 11.26 1.19 - Houlihan et al. 1990a
Boreale Fische
Zoarces viviparus 10 18.7 5.9 2.71 Diese Arbeit (in vitro)
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Ektothermen sind ebenso kältekompensiert wie beispielsweise die Enzymkapazitäten des
aeroben Stoffwechsels, obwohl die polaren Organismen einen reduzierten Basalstoffwechsel
haben. Solche „Überschusskapazitäten“ im Basalstoffwechsel und der Proteinbiosynthese
können in der permanenten Kälte dazu dienen, flexibel und schnell auf interne und externe
Reize zu reagieren.
Die Bestimmung der maximalen Translationsgeschwindigkeit der RNA und die quanti-
tative RNA Bestimmung gibt Auskunft über die relativen Kapazitäten eines Gewebes für die
Proteinbiosynthese; ob aber tatsächlich und in welchem Ausmaß diese Kapazitäten genutzt
werden, kann aus den in vitro Bestimmungen der RNA Translationskapazitäten nicht
geschlossen werden. In diesem Abschnitt soll der Bezug zu den in der Literatur befindlichen
in vivo Daten der Proteinbiosynthese hergestellt werden. Die in vitro Translationskapazität
reflektiert die höchstmögliche Kapazität der Ribosomen, Proteine zu synthetisieren und wird
durch die in vitro Proteinsyntheserate pro RNA ausgedrückt. Das RNA:Protein Verhältnis im
Gewebe wird häufig als Indikator der Kapazität in vivo benutzt. Die in vivo RNA Translations-
effizienz spiegelt die Auslastung der Kapazität im lebenden Organismus wider und wird als in
vivo Proteinsyntheserate pro RNA ausgedrückt (Waterlow et al. 1978; Houlihan 1991).
Die in der Literatur vorhandenen in vivo Daten für die Proteinbiosynthese (ks), Trans-
lationseffizienz (kRNA in vivo) und RNA Gehalte sind für die Kiemen (Tabelle 1) und den Muskel
(Tabelle 2) in Abhängigkeit von der Umgebungstemperatur zusammengetragen
Tabelle 2. Proteinsyntheseraten (ks), Translationseffizienz (kRNA) und RNA Gehalt im weißen Muskel
von gefütterten Fischen unterschiedlicher Lebensweise und adaptiert an verschiedene
Umgebungstemperaturen. Ausgeschlossen der Werte aus dieser Arbeit (grau hinterlegt)
wurden alle Daten in vivo erhoben.
T Temperatur (°C); ks  Proteinsyntheserate [% Protein synthetisiert Tag
-1], kRNA [mg Protein
synthetisiert mg RNA-1 Tag-1], RNA [mg g FG-1]; SW Süßwasser
Spezies Lebensweise T (°C) Muskel ks kRNA RNA Quelle
Antarktische Fische
Pachycara brachycephalum benthisch 0 3.5 3.1 0.68 Diese Arbeit (in vitro)
Trematomus bernacchii demersal -1.5 0.23 Smith & Haschemeyer 1980
Trematomus hansoni demersal -1.5 0.22 0.28 1.1 Smith & Haschemeyer 1980
Trematomus newnesi semipelagisch -1.5 0.12 Smith & Haschemeyer 1980
Gymnodraco acuticeps pelagisch -1.5 0.12 0.24 0.58 Smith & Haschemeyer 1980
Notothenia corriceps benthisch 2 0.37 - - Haschemeyer 1983
Chaenocephalus aceratus
(Eisfisch)
pelagisch 2 0.13 - - Haschemeyer 1983
Boreale Fische
Zoarces viviparus benthisch 10 5.3 5.9 0.78 Diese Arbeit (in vitro)
Anarhichas lupus demersal 5 0.55 0.74 1.65 McCarthy et al. 1999
Carassius carrassius (SW) pelagisch 10 0.3 1.9 - Smith et al. 1996
Salmo gairdneri (SW) pelagisch 12 0.49 - - Houlihan et al. 1986
Oncorhynchus mykiss (SW) pelagisch 15 0.69 0.81 - McMillan & Houlihan 1988
Opsanus tau pelagisch 22 0.71 - - Pocrnjic et al. 1983












Haschemeyer et al. 1979
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worden. Bei den in vivo Daten wurden nur die Proteinsyntheseraten von gefütterten Tieren
ausgewählt, um niedrige Syntheseraten durch Nahrungslimitierung auszuschließen. Der Ver-
gleich von Proteinsyntheseraten zwischen verschiedenen Arten ist nur mit angemessener
Vorsicht möglich. Er soll lediglich für den grundsätzlichen Vergleich von in vivo und in vitro
Daten (letztere aus der vorliegenden Arbeit) herangezogen werden.
Die in vitro und in vivo Proteinsyntheseraten unterscheiden sich auch nach Fütterung
noch deutlich. Die in vitro Proteinsynthesekapazitäten sind deutlich höher als die in vivo
Proteinsyntheseeffizienzen. Dieser Unterschied deutet darauf hin, dass die in vivo Protein-
syntheseraten weit unter den möglichen Kapazitäten der Gewebe bleiben. Für eine sichere
Bestätigung dieser Annahme müssten strenggenommen die in vivo Proteinsyntheseraten
direkt in den Kammmuscheln und Aalmuttern gemessen werden. Da die Kapazitäten in vivo
nicht vollständig ausgeschöpft werden, muss die Regulation der Proteinbiosynthese bzw.
des Wachstums auf einer höheren Organisationsstufe im Tier stattfinden.
4.4.2. Energiebudget Hypothese
Die  nicht ausgeschöpften Kapazitäten der Proteinbiosynthese in vivo könnten entweder
durch Aminosäurelimitierung (Hypothese der Ressourcenlimitierung, siehe 4.4.3) oder durch
das Konkurrieren mit anderen Prozessen um Energie in Form von ATP und GTP erklärt wer-
den. Zunächst stellt sich die Frage, wie die Proteinsyntheserate in der Zelle reguliert wird. In
der Einleitung wurde bereits erwähnt, dass einige Autoren dem pHi eine Signalfunktion zu-
schreiben (Hofmann und Hand 1994; Hand und Hardewig 1996), beispielsweise durch eine
direkte Wirkung auf Phosphorylierungsprozesse der Proteinbiosynthese (Goumard et al.
1990; Isford et al. 1993).
Aus diesem Grund sollte die pH-Abhängigkeit der in vitro Proteinbiosynthese in den
Kiemen von A. colbecki bei 0 °C und A. opercularis bei 15 °C untersucht werden
(Abbildung 9). Die pH-Profile der Proteinsyntheseraten der Kiemenlysate beider Pectiniden-
arten entsprachen einer Optimumskurve mit maximalen Syntheseraten bei pH 7.5 für
A. colbecki (0 °C) und pH 7.3 für A. opercularis (15 °C). Eine pH-Optimumskurve mit einer
Maximalsyntheserate zwischen pH 7.5 und 8.0 wurde auch für isolierte Ribosomen aus dem
Muskel des Dorsches Gadus morhua gefunden (Lied et al. 1982). Zellfreie Translations-
systeme von Eiern verschiedener Seeigelarten zeigten unterschiedlich steile Optimums-
kurven. Für Strongylocentrotus purpuratus wurde ein außerordentlich scharfes pH-Optimum
bei pH 7.2 beobachtet (Lopo et al. 1989), während Winkler und Koautoren (1985) für
Lytechinus pictus nur einen allmählichen Aktivitätsanstieg mit Maximalsyntheseraten bei
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Abbildung 9: In vitro Proteinsyntheserate in Abhängigkeit vom Assay-pH in den Kiemen von
A. colbecki, gehältert bei 0 °C, und A. opercularis, gehältert bei 10 °C. Die in vitro
Proteinbiosynthese wurde in den Kiemenlysaten der A. colbecki bei 0 °C und in den
Kiemenlysaten der A. opercularis bei 15 °C gemessen.
pH 7.4 fanden. Die kardiale Proteinsyntheserate perfundierter Rattenherzen war auch stark
pH abhängig und nahm bei einer Senkung um 0.1 pHi-Einheiten um 21 % ab (Sugden und
Fuller 1991). All diese Studien deuten darauf hin, dass der pHi eine wichtige Rolle in der
Regulation der Proteinbiosynthese einnimmt. Die genaue Wirkungsweise ist jedoch unklar. In
diesem Zusammenhang sollte erwähnt werden, dass in vivo Abschätzungen der Proteinsyn-
thesehemmung in Embryonen des Salinenkrebses Artemia franciscana mit der Hemmung im
in vitro zellfreien System vergleichbar waren (Hand 1997).
Auffällig zwischen der in vitro Proteinbiosynthese beider Pectinidenarten war der
große Unterschied in der pH-Sensitivität. Bei einer Abnahme bzw. Zunahme um 0.2 pH-
Einheiten kam es in der antarktischen A. colbecki zu einer Reduktion der Proteinsynthese-
rate um 20 % gegenüber nur 6 % in A. opercularis. Bei einer weiteren Absenkung bzw. An-
hebung um 0.1 pH-Einheiten führte dies zu einer 49-prozentigen gegenüber einer 13-pro-
zentigen Reduktion bei A. colbecki bzw. A. opercularis. Die Mechanismen, die zu unter-
schiedlichen pH-Sensitivitäten der Proteinbiosynthese beider Arten führt, sind ungeklärt. Zur
Erhöhung der Proteinsyntheseraten bei niedrigen Temperaturen wurden in kalt adaptierten
Mikroorganismen strukturelle Modifikationen von Elongationsfaktoren gefunden (Thomas und
Cavicchioli 1998). Elongationsfaktoren führen bei Azidose zur Inhibierung der Proteinbio-
synthese (Hand 1997; Vayda et al. 1995). Strukturelle Modifikationen, wie bei den kalt ange-
passten Mikroorganismen, könnten möglicherweise bei der kalt stenothermen A. colbecki
eine stärkere pH-Sensitivität der Proteinbiosynthese verursachen. Diese Hypothese müsste




 Kürzlich wurden bei in vivo Versuchen zur Schwimmaktivität im Muskel von A. colbecki (bei
0 °C) und A. opercularis (bei 12 °C) vergleichbare pH-Verschiebungen von 0.2 bis 0.3 pH-
Einheiten während einer bei beiden Arten gleichlangen Erholungsphase beobachtet (Bailey
et al. 2003). Bailey und Koautoren schlossen daraus, dass die Muskelleistung und die
Erholungskapazität von A. colbecki kältekompensiert sind. Unter der Annahme, dass die
gefundene pH-Sensitivität der Kiemenlysate auf den Muskel übertragbar ist, wäre folgendes
Szenario in der antarktischen A. colbecki denkbar. Durch die pH-bedingte Inhibierung der
Proteinbiosynthese stände kurzzeitig Energie für eine hohe Muskelleistung und schnelle
Erholungsphase zur Verfügung. A. opercularis erfährt zwar eine gleichstarke Azidose nach
Schwimmaktivitäten wie A. colbecki, dies hat jedoch aufgrund der geringeren pH-Sensitivität
einen kleinen bis gar keinen Effekt auf die Proteinbiosynthese. Die kurzzeitige Inhibierung
der Proteinbiosynthese könnte durch die überkompensierten Proteinsynthesekapazitäten in
der Zeit ausgeglichen werden, in der keine Energie zum Schwimmen gebraucht wird.
Zukünftige Arbeiten müssen zeigen, wie stark der Einfuß von Aktivität auf die
Proteinbiosynthese ist. Hierzu ist es erforderlich, Messungen der Proteinbiosynthese in
Abhängigkeit von der Schwimmaktivität durchzuführen.
Nach der „Energiebudget Hypothese“ wird mit ansteigenden Kosten für den Basal-
stoffwechsel weniger Energie für Wachstum und Reproduktion zur Verfügung gestellt
(Abbildung 1, linker Balken). Verschiedene Beispiele bestätigen diese Hypothese. Kälte-
akklimierte bzw. kälteadaptierte eurytherme Dorsche (Gadus morhua) und Aalmuttern
(Z. viviparus) zeigen über einen latitudinalen Gradienten einen Anstieg im Basalstoffwechsel
mit einer reduzierten Wachstums- und Reproduktionsleistung in kälteren Regionen (Pörtner
et al. 2001). Gleichzeitig zeigen „kalt eurytherme“ Fische einen höheren Energieumsatz im
Gewebe, wodurch höhere Aktivitätsleistungen in der Kälte ermöglicht werden (van Dijk et al.
1998; Pörtner 2002a). Der Kompromiss zwischen Aktivitäts- und Wachstumsleistung führt in
arktischen Populationen zu niedrigeren Wachstumsleistungen im Vergleich zu den Popula-
tionen aus borealen Regionen. Durch das bereits über Jahrmillionen bestehende stabile
Temperaturregime haben die antarktischen Organismen einen hohen Grad an Stenothermie
erreicht und sind durch sehr niedrige Standardstoffwechselraten gekennzeichnet. Den hoch
stenothermen antarktischen Fischen bleibt daher mehr Energie für Wachstum als den
arktischen Fischen. Sie haben auf der evolutiven Zeitskala nicht diesen hohen Grad der
Stenothermie erreicht, weil die Arktis mit ihrem heutigen Temperaturregime in Relation zur
Antarktis noch jung ist.
Der ökologische Index „P“ der Wachstumsleistung berücksichtigt die Wachstums-
geschwindigkeit über die gesamte Lebensdauer und das theoretische Endgewicht (P = log K
+ log W∞, wo K (Jahr
-1): Geschwindigkeit, mit der die Endgröße erreicht wird, W∞:
theoretisches Endgewicht; Pauly 1979). Unter Benutzung dieses Indexes „P“ für die
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Wachstumsleistung bestätigen höhere Wachstumsleistungen der überwiegend benthischen
Notothenioiden (P = 1-3) aus der Antarktis  im Vergleich zu benthischen Fischen aus der
Arktis (P = 0-1.5) diese Hypothese (Kock und Everson 1998; Dorrien 1993).  Antarktische
Notothenioiden und Channichthyiden können sogar ähnliche Wachstumsleistungen „P“
erreichen wie ökologisch vergleichbare Arten aus borealen Gewässern (Kock und Everson
1998). Das Gleiche gilt für die antarktischen P. brachycephalum im Vergleich zu Z. viviparus
(Brodte 2001) oder auch für arktische und antarktische Evertebraten im Vergleich zu
ähnlichen Arten aus niedrigeren Breiten (Bluhm 2001; Dahm 1999; Poltermann 2000). Auch
die in dieser Arbeit untersuchte antarktische A. colbecki erreicht ähnliche Wachstums-
leistungen wie A. opercularis (Heilmayer et al. 2004).
Ein weiteres Beispiel für die „Energiebudget Hypothese“ ist ein Vergleich innerhalb
der stenothermen antarktischen Notothenioiden Fische, die an verschiedene ökologische
Nischen angepasst sind. Die meisten Notothenioiden leben überwiegend benthisch. Nur
einige Notothenioide, wie Pleurogramma antarcticum und Pagothenia borchgrevinki, haben
die Wassersäule erfolgreich erobert. Ein Überblick von La Mesa und Vacci (2001) über Alter
und Wachstum der antarktischen Notothenioiden zeigte einen Anstieg der Wachstums-
leistung „P“ von pelagischer zu benthischer Lebensweise. Auf der anderen Seite besitzen
benthische Notothenioide und andere benthische Fische einen niedrigeren Basalstoff-
wechsel im Gegensatz zu den aktiveren pelagischen Arten (Hubold 1991). Niedrige Stand-
ardstoffwechselraten zusammen mit höheren Wachstumsleistungen in benthischen versus
pelagischen Lebensformen zeigen wieder den Kompromiss zwischen Aktivität und Wachs-
tumsleistung. Benthische Fische können demnach mehr Energie ihres Budgets in das
Wachstum bzw. die Proteinbiosynthese stecken als pelagische Fische. Dies wird auch durch
höhere Proteinsyntheseraten und RNA Gehalte im Muskel benthischer Fische gegenüber
dem Muskel pelagischer Fische in der Antarktis bestätigt (Tabelle 2). In ektothermen Tieren
besitzt der weiße Muskel die höchste Wachstumseffizienz aller Gewebe, gekennzeichnet
durch niedrige Proteinsyntheseraten gekoppelt an niedrige Proteinabbauraten (Houlihan
et al. 1986; Lyndon und Houlihan 1998). Ein energieeffizientes Wachsen wird auch durch
Reduktion des Proteinumsatzes und eine bessere Proteinretention erzielt. Neuere Studien
zeigen, dass benthische Fische eine wesentlich höhere Proteinretention besitzen als
pelagische Fische (Houlihan et al. 1995; Fraser et al. 1998; McCarthy et al. 1999). Ein kälte-
kompensierter RNA Translationsapparat, ein reduzierter Proteinumsatz durch eine höhere
Proteinstabilität bei niedrigen Temperaturen und eine höhere Proteinretention stützen einen
niedrigen Basaltoffwechsel bei gleichzeitig energieeffizienter, hoher Wachstumsleistung in
antarktischen kalt stenothermen Fischen mit benthischer Lebensweise.
Pelagische kalt stenotherme Fische aus der Antarktis haben sich zwar auch gut an
das Leben in der Wassersäule angepasst (Kunzmann und Zimmermann 1992), haben
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jedoch noch nicht den Kompensationsgrad erreicht wie die benthischen Fische. Die energie-
sparende Lebensweise der pelagischen Fische beinhaltet beispielsweise die Reduktion des
Skelettes (Eastman 1985), geringe Kalzifizierung der Knochen (De Vries und Eastman 1981)
und morphologische Besonderheiten bei Flossen- und Körperformen (Ekau 1988). Durch die
Einlagerung von Fetten wird das Schweben in der Wassersäule erreicht (Eastman und De
Vries 1982), wodurch eine kostspielige Schwimmblase entfällt. Trotz dieser vielfältigen
Anpassungen an das Leben in der Wassersäule haben die antarktischen pelagischen Fische
immer noch einen höheren Basalstoffwechsel und es steht ihnen dadurch weniger Energie
für das Wachstum zur Verfügung (Priede 1985; Dorrien 1993; Zimmermann und Hubold
1998). Niedrige Proteinsyntheseraten in den antarktischen pelagischen Fischen im Gegen-
satz zu den benthischen Fischen stützen diese Ausführungen (Tabelle 2). Der Vorteil der
pelagischen Lebensweise ist jedoch die Möglichkeit, aktiv nach Nahrung zu suchen, und
damit vielleicht nicht ganz so stark an die Saisonalität gebunden zu sein wie benthische bzw.
sessile Tiere. In dem pelagischen Silberfisch Pleurogramma antarcticum wurden auch im
späten Winter volle Mägen gefunden, sodass die Saisonalität der Primärproduktion und die
Pulse der Zooplanktonbiomasse am Ende der Nahrungskette einen weniger starken Einfluss
zu haben scheinen (Hubold und Hagen 1997).
Die für die benthischen Fische aufgezeigten Vorteile eines energieeffizienten Lebens
in der permanenten Kälte sollten auch für die benthischen Evertebraten gelten. Sie sind
durch sehr niedrige Stoffwechselraten, inaktive Lebensweise und noch niedrigere Protein-
umsatzraten als benthische Fische (Houlihan et al. 1995) gekennzeichnet. Neuere Studien
zeigen, dass der prozentuale Anteil der Proteinbiosynthese am Gesamtsauerstoffverbrauch
verschiedener antarktischer Evertebraten höher liegt als bei ähnlichen Arten aus den ge-
mäßigten und tropischen Breiten (Fraser et al. 2002a). Eine parallel ausgeführte ökologische
Arbeit an Pectiniden scheint auch zu zeigen, dass der prozentuale Anteil des Wachstums am
Gesamtsauerstoffverbrauch in der antarktischen Kammmuschel höher liegt als in der euro-
päischen Art. Dies würde die „Energiebudget Hypothese“ auch für die antarktischen Everte-
braten bestätigen, die ebenfalls einen hohen Grad an Stenothermie erreicht haben. Hohe
RNA Translationskapazitäten und niedrige Aktivierungsenergien würden die Grundlage für
ein schnelles energieeffizientes Wachstum sein. Trotzdem weisen gerade die benthischen
Evertebraten in der Antarktis, mit ein paar Ausnahmen (Dayton et al. 1974; Rauschert 1991;
Barnes 1995), extrem langsame, jährliche Wachstumsraten auf (Everson 1977; Clarke 1983;
Arntz et al. 1994; Peck 2002). Diese Ausnahmen und die Tatsache, dass antarktische
pelagische Evertebraten in den Sommermonaten vergleichbare Wachstumsraten wie ähn-
liche Arten aus wärmeren Gebieten erreichen, führten zu der Annahme, dass hier die Res-





Die Evertebraten sind also stärker auf das Nahrungsangebot in ihrer Umgebung angewiesen
als beispielsweise die pelagischen Fische, die aktiv nach Nahrung suchen können und damit
nicht so stark an die Saisonalität gebunden sind wie benthische bzw. sessile Tiere. Die
Hypothese der Ressourcenlimitierung geht wie die „Energiebudget Hypothese“ von einer
vollständigen Kompensation des Wachstumsprozesses aus. Die Temperaturkompensation
des Proteinsyntheseapparates wurde sowohl für die Aalmuttern als auch für die Kamm-
muscheln in dieser Arbeit demonstriert. Jährliches Wachstum ist durch starke saisonale
Schwankungen in der Nahrungsverfügbarkeit limitiert (Clarke und North 1991; Clarke und
Peck 1991; Clarke und Leakey 1996). Die Hypothese besagt weiter, dass es in antarktischen
Habitaten nur kurze Perioden im Jahr gibt, während derer Nahrungsaufnahme möglich oder
energetisch günstig ist. Saisonale Studien zum Wachstum ektothermer Tiere in der Antarktis
sind rar. Abhängig von den Fressgewohnheiten im Winter zeigen erste Studien einen Anstieg
im Sauerstoffverbrauch während des Sommers, beispielsweise in der antarktischen Napf-
schnecke Nacella concinna (Faktor 1.6; Fraser et al. 2002b), in der antarktischen Muschel
Laternula elliptica (Faktor 3; Brockington 2001) und im antarktischen Seeigel S. neumayeri
(Faktor 2.5-3.1 Brockington und Peck 2001). Im Seeigel S. neumayeri waren lediglich 15-
20 % des Anstieges im Sauerstoffverbrauch auf die etwas höheren Temperaturen während
des antarktischen Sommers zurückzuführen, wohingegen 80-85 % des Anstieges durch
erhöhte physiologische Aktivitäten wie Fressen, Wachsen und Ablaichen zu erklären waren
(Brockington und Clarke 2001).
Auch in antarktischen Fischen rund um South Georgia (North 1998; North et al. 1998)
und Signy Island (Ashford und White 1995) wurde ein saisonales Wachstum beobachtet.
North und Koautoren identifizierten die saisonalen Schwankungen in der Nahrungsverfüg-
barkeit als Haupteffekt. Ashford und White hingegen konnten keinen Unterschied zwischen
Wachstumslimitierung durch Nahrungsmangel oder durch niedrige Temperaturen belegen.
Cogan (1997) stellte fest, dass die antarktischen Fische im Sommer mehr Appetit hatten als
im Winter. Er folgerte daraus,  dass saisonale Variationen im Wachstum eher auf die
Ressourcennutzung und weniger auf die Ressourcenlimitierung zurückzuführen sei. Dies
würde wieder einen Kompromiss gemäß der „Energiebudget Hypothese“ bedeuten. Ist der
Aufwand für die Nahrungssuche zu kostenintensiv, wird darauf verzichtet und eine Art
„Winterschlaf“ mit stark reduziertem Grundstoffwechsel vorgezogen (Ashford und White
1995; Lehtonen 1996; North 1998, North et al. 1998; Brockington und Peck 2001). Ganz-
jährig zu wachsen ist vielleicht energetisch ungünstig und wird daher auf den kurzen, aber
sehr intensiven Höhepunkt der Nahrungsverfügbarkeit im antarktischen Sommer beschränkt.
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In der Napfschnecke N. concinna war die Reduktion im Gesamtsauerstoffverbrauch
im Winter mit einer Reduktion im Körpergewicht und im RNA Gehalt bzw. RNA:Protein Ver-
hältnis sowie einer niedrigeren in vivo Proteinsyntheserate verbunden (Fraser et al. 2002a).
Interessanterweise war in der in vivo RNA Translationseffizienz der Napfschnecke kein
saisonales Muster erkennbar. Sie war im Winter doppelt so hoch wie im Sommer. Fraser und
Koautoren (2002a) hatten keine Erklärung dafür, aber nach den Erkenntnissen aus dieser
Arbeit können die Befunde wie folgt erklärt werden. Im antarktischen Winter ist für
N. concinna nicht genügend Nahrung verfügbar, sodass sie auf die im Sommer angelegten
Reserven zurückgreifen muss. Dadurch kommt es zu einem massiven, fast 60-prozentigen
Abbau der RNA. Während des Winters ist die Proteinbiosynthese und wahrscheinlich auch
der Proteinumsatz sehr niedrig. Trotzdem muss der Proteinumsatz auch in Winter gewähr-
leistet werden, um ein Überleben zu sichern. Höhere in vivo RNA Translationseffizienzen im
Winter bedeuten, dass die Kapazitäten der verbleibenden RNA stärker genutzt werden als im
Sommer, wodurch die Proteinbiosynthese im Winter „nur“ um 30 % in N. concinna abnimmt.
Bei A. colbecki, die im antarktischen Sommer gefangen und über sechs Monate bei
kontinuierlicher Fütterung im Aquarium bei 0 °C gehältert wurden, konnte ebenfalls eine
Reduktion im RNA Gehalt in allen Geweben (Abbildung 10A) und eine Reduktion im
RNA:Protein Verhältnis in Muskel und Mantel festgestellt werden (Abbildung 10B). Die in
vitro Proteinsynthesekapazität in den Kiemen der gehälterten A. colbecki war gegenüber den
frisch gefangenen A. colbecki ebenfalls stark reduziert und hatte signifikant niedrigere
Aktivierungsenergien („gehältert“: Ea = 50 versus „frisch gefangen“: Ea = 63) (Abbildung 11A).
Die niedrigen in vitro Proteinsynthesekapazitäten waren sowohl durch die niedrigen RNA
Konzentrationen (Abbildung 11B) als auch durch reduzierte RNA Translationskapazitäten
(Abbildung 11C) zu erklären. Die in vitro RNA Translationskapazität der gehälterten A.
colbecki mit kRNA in vitro = 2.3 war dennoch höher als die in Tabelle 1 aufgeführten in vivo
Translationseffizienzen. Dies würde die oben ausgeführte Erklärung der im Winter in N.
concinna beobachteten, hohen RNA Translationseffizienzen stützen.
Die gehälterten A. colbecki zeigten nach 6 Monaten eine 30-prozentige Reduktion im
Gesamtsauerstoffverbrauch (Heilmayer und Brey 2003) und lässt  vermuten, dass die Tiere
sich in einer Art „Winterzustand“ befanden. Durch den Abbau des Proteinsyntheseapparates
und niedrige Proteinsyntheseraten können die Tiere im Winter Energie einsparen und ihren
Basalstoffwechsel herunterfahren. Im Vergleich dazu zeigte A. opercularis, die im Spätsom-
mer gefangen und 6 Monate unter den gleichen Futterbedingungen, jedoch bei 10 °C ge-
hältert wurde, lediglich eine leichte Reduktion im RNA- und Proteingehalt des Mantels (Ab-
bildung 10D, 10E). Die saisonalen Schwankungen im Proteinsyntheseapparat sind in den
Geweben von A. colbecki wesentlich größere als in den Geweben von A. opercularis. Der
Proteinsyntheseapparat der polaren Evertebraten scheint in Phasen der Nahrungslimitierung
Diskussion
97
bzw. im Winter einen massiven Abbau aller involvierten Moleküle zu erfahren. Aufgrund der
niedrigen Temperaturen ist es für A. colbecki nicht so kostenintensiv während der nahrungs-
reichen Sommerzeit in den Geweben RNA im Überschuss zu produzieren und
aufrechtzuerhalten. Diese Überkompensation könnte nicht nur schnelles Wachsen während
des antarktischen Sommers garantieren, das ohnehin durch hohe RNA
Translationskapazitäten gewährleistet wird, sondern auch das Anlegen von Energiereserven
in Form von Protein für den Winter ermöglichen.  Einige Autoren haben während längerer
Hungerperioden in antarktischen Evertebraten erhöhte Ammoniumausscheidungen
beobachtet und vermuten, dass der Proteinkatabolismus den Evertebraten im Winter als
Hauptenergiequelle für den Stoffwechsel dient (Fraser et al. 2002b; Brockington und Peck
2001; Brockington 2001).
Abbildung 10: RNA- (A, D) und Proteinkonzentration (B, E) und RNA:Protein Verhältnis (C, F) in
verschiedenen Geweben frisch gefangener und 6 Monate gehälterter A. colbecki und
A. opercularis. Die Balken innerhalb eines Graphen, mit gleichem Buchstaben unterscheiden




Abbildung 11: In vitro Proteinsynthesekapazität in Abhängigkeit von der Temperatur (A), RNA Gehalt
(B), in vitro RNA Translationskapazität in Abhängigkeit von der Temperatur (C) in Kiemen von
frisch gefangenen und 6 Monate gehälterten A. colbecki.
Die Überkompensation im RNA Gehalt, wie sie bei den kalt stenothermen Everte-
braten auftritt, ist in den Fischen deswegen vielleicht nicht notwendig, weil sie eher Fette als
Energiespeicher nutzen (Donnelly et al. 1990; Gon und Heemstra 1990; Woehrmann et al.
1997). P. brachycephalum hat beispielsweise einen höheren Fettgehalt als Z. viviparus
(Brodte 2001; Fonds et al. 1989). Die Einlagerung der Lipide bei Antarktischen Fischen er-
folgt in Form von Triglyceriden, die als Energiespeicher genutzt werden, sowie in Form von
Wachsestern, die der Auftriebsregulation dienen (Kock 1992).
4.5. Fazit und Ausblick
Wachstum ist ein komplexer Prozess und wird auf vielen verschiedenen Ebenen kontrolliert
und limitiert. In der Literatur werden drei Haupterklärungen für das langsame jährliche
Wachstum polarer wechselwarmer Tiere diskutiert:
1. Der geschwindigkeitslimitierende Effekt der Temperatur
2. Die ansteigenden Kosten für den Basalstoffwechsel, wodurch weniger Energie für
Wachstum verfügbar ist (MCA)
3. Die saisonale Ressourcenlimitierung
1. Der geschwindigkeitslimitierende Effekt der Temperatur.
Niedrige Temperaturen haben höchstwahrscheinlich einen Einfluss auf die Evolution der
heute existierenden polaren Fauna gehabt. Trotzdem haben die kalt adaptierten
Stenothermen einen kompensierten Proteinsyntheseapparat entwickelt. Die Kompensation
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des Wachstums auf zellulärer Ebene wurde sowohl für die Kammmuscheln, als Vertreter der
Evertebraten, als auch für die Aalmutter, als Vertreter der Vertebraten nachgewiesen.
Kompensierte Proteinsynthesekapazitäten werden dabei durch niedrige
Aktivierungsenergien und hohe RNA Translationskapazitäten erzielt, was für die Entwicklung
eines kosteneffizienten Wachstumsapparates spricht. Die hohen Kapazitäten könnten durch
funktionale Optimierung der Primärstruktur ribosomaler Kernproteine und Ribosomen
assoziierter Proteine erreicht werden (Ray et al. 1998; Thomas und Cavicchioli 2002).
Zusätzlich erhöhte Aktivitäten der in die Proteinbiosynthese involvierten Enzyme würden
durch niedrige Aktivierungsenergien gestützt (Haschemeyer und Williams 1982).
Die von verschiedenen Autoren (McCarthy und Houlihan 1996; McCarthy et al. 1999;
Fraser et al. 2002a) prognostizierte „Hochregulation der RNA:Protein Verhältnisse aufgrund
niedriger RNA Aktivitäten“ kann daher für die antarktischen Kammmuscheln und Aalmuttern
verworfen werden und kann möglicherweise für alle kalt adaptierten Stenothermen negiert
werden. Im Unterschied dazu konnte die „Hochregulation der RNA:Protein Verhältnisse
aufgrund niedriger RNA Aktivitäten“ für die „kalt akklimierte“ eurytherme Z. viviparus bestätigt
werden. Beide Aalmutterarten haben aber die Fähigkeit innerhalb ihrer Temperaturtoleranz
den Proteinsyntheseapparat an unterschiedliche Temperaturen anzupassen.
Neben den kältekompensierten RNA Translationskapazitäten scheinen hohe RNA
Konzentrationen eine zusätzliche Anpassung zu sein, die zu überkompensierten
Proteinsynthesekapazitäten bei A. colbecki im Vergleich zu A. opercularis führten. Hohe
RNA Konzentrationen sind jedoch bisher nur in Evertebraten beobachtet worden und
könnten den Vorteil haben, die Diffusionswege der neu synthetisierten Proteine zu ihren
Zielorten zu verkürzen.
Bei dem Vergleich der in vitro und in vivo Proteinsyntheseraten kam heraus, dass die
Kapazitäten im Gewebe nicht vollständig ausgelastet werden. Solche „Überschusskapazitä-
ten“ sind bereits im Basalstoffwechsel häufig nachgewiesen worden, in Form von hohen
Enzymkapazitäten des aeroben Stoffwechsels (Übersichtsartikel von Pörtner 2002a). Die
hohen Kapazitäten könnten für die Aufrechterhaltung der Flexibilität bei kalten Temperaturen
dienen, um schnell auf interne und externe Reize reagieren zu können. Weitere
vergleichende Studien zwischen in vitro und in vivo Proteinsyntheseraten an dem gleichen
Organismus sind erforderlich, um die Ausnutzung der Kapazitäten im lebenden Tier zu
bestimmen.
2. Die ansteigenden Kosten für den Basalstoffwechsel, wodurch weniger Energie für
Wachstum verfügbar ist (MCA), bzw. das Energiebudget. Die nicht ausgelasteten
Kapazitäten lassen vermuten, dass die Regulation der Proteinbiosynthese bzw. des
Wachstums auf höherer Ebene erfolgen muss. Ein sensibler Regulator könnte hier der pHi
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sein. Durch die starke pH-Sensitivität des Syntheseapparates in A. colbecki könnte
beispielsweise bei einer funktionellen Azidose die Proteinbiosynthese gehemmt werden. Die
dabei eingesparte Energie stände dann für eine hohe Leistung und schnelle Erholungsphase
zur Verfügung.
Die „Energiebudget Hypothese“ und die damit verbundenen Kompromisse zwischen
Lebensweise, Aktivität und Wachstumsleistung wurden an verschiedenen Beispielen
stenothermer und eurythermer Tiere demonstriert. Als Folge der MCA besitzen kalt
adaptierte eurytherme Fische (Pörtner et al. 2001) und pelagische Fische hohe
Energieumsatzraten, die hohe Schwimmleistungen ermöglichen, allerdings auf Kosten eines
langsameren Wachstums (Pörtner 2002a). Im Vergleich zwischen pelagischen und
benthischen antarktischen Fischen wird dies auch durch niedrigere in vivo
Proteinsyntheseraten im Muskel antarktischer pelagischer Fischen deutlich. Die kalt
stenothermen Tiere aus der Antarktis zeigen den höchsten Grad eines energieeffizienten
Lebens, gekennzeichnet durch sehr niedrige Basalstoffwechsel, wodurch mehr Energie für
Wachstum zur Verfügung steht. Eine Grundvoraussetzung für diese Hypothese ist, dass die
molaren energetischen Kosten für alle zellulären Prozesse gleich bleiben. Mit einer in dieser
Arbeit entwickelten Methode wurden am Beispiel der Kiemen der beiden Pectinidenarten die
energetischen Kosten für die Proteinbiosynthese bestimmt. Die Kosten in den Kiemen beider
Arten entsprachen ungefähr den theoretischen Kosten von 4 ATP pro Peptidbindung. Das
lässt vermuten, dass sich die Mechanismen der Proteinbiosynthese über den langen
evolutionären Zeitraum nicht verändert haben. Eine weitere Voraussetzung ist eine
vollständige Kompensation der zellulären Prozesse, wie sie für die Proteinbiosynthese der
antarktischen Kammmuschel A. colbecki und der Aalmutter P. brachycephalum
nachgewiesen wurde.
In einer parallelen ökologischen Arbeit konnte gezeigt werden, dass der prozentuale
Anteil am Sauerstoffverbrauch der für das Wachstum genutzt wird, in der antarktischen
A. colbecki höher liegt als in der europäischen A. opercularis. Neuere Studien an ver-
schiedenen antarktischen Evertebraten bestätigen, dass ein höherer prozentualer Anteil am
Gesamtsauerstoffverbrauch für die Proteinbiosynthese genutzt wird als bei Tieren aus
gemäßigten Breiten (Fraser et al. 2002a). Alle diese Ergebnisse passen in das Konzept der
„Energiebudget Hypothese“, die scheinbar ein allgemeines Prinzip darstellt und auch auf die
antarktischen Evertebraten anwendbar ist. Die in Abbildung 1 dargestellten drei Möglich-
keiten der Energiebudgetierung treffen also alle zu. Die prozentualen Anteile der verschie-
denen Prozesse am Sauerstoffverbrauch verschieben sich mit dem Grad der Temperatur-
toleranz und der Lebensweise. Für die Prüfung dieser Hypothese sollten in näherer Zukunft
Energiebudgets vergleichbarer stenothermer und eurythermer Organismen aus verschie-
denen Breiten miteinander verglichen werden.
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3. Die saisonale Ressourcenlimitierung. Antarktische Ektotherme haben einen hohen Grad
an Stenothermie erreicht und haben sehr niedrige Stoffwechselraten. Niedrige
Stoffwechselraten konnten auch für die kalt stenothermen A. colbecki (Heilmayer und Brey
2003) und P. brachycephalum (Mark et al. 2002) im Vergleich zu den eurythermen A.
opercularis (Heilmayer et al. 2004) und Z. viviparus (van Dijk et al. 1999) nachgewiesen
werden. Der kalt adaptierte Proteinsyntheseapparat bringt die Voraussetzung für ein
kompensiertes Wachstum. Im antarktischen Sommer können dadurch vergleichbare
Wachstumsraten erreicht werden wie in verwandten Arten aus wärmeren Gebieten (Brey und
Clarke 1993; Arntz et al. 1994; Peck 2002). Trotzdem weisen gerade die antarktischen
Evertebraten ein extrem langsames jährliches Wachstum auf. Die Hypothese der
Ressourcenlimitierung geht wie die „Energiebudget Hypothese“ von der für A. colbecki und
P. brachycephalum gezeigten vollständigen Kompensation des Wachstumsprozesses aus.
Viele Untersuchungen zu dieser Hypothese zeigen deutliche saisonale Wachstumsmuster in
antarktischen und arktischen ektothermen Evertebraten und Fischen trotz ganzjährig gleich
bleibender Temperaturen (Ashford und White 1995; Lehtonen 1996; North 1998; North et al.
1998; Brockington 2001; Brockington und Peck 2001; Fraser et al. 2002b). Die für A.
colbecki gezeigte starke Reduktion im Proteinsyntheseapparat und in der RNA
Translationskapazität zeigen, wie eine ressourcenbedingte Verlangsamung oder Stagnation
des Wachstums während des antarktischen Winters erfolgen könnte.
Antarktische Evertebraten haben im Vergleich zu verwandten Arten aus wärmeren
Gebieten höhere RNA Gehalte, was zu einer Überkompensation der Proteinsynthesekapazi-
täten führt. Dieses Phänomen wurde bei Antarktischen Fischen noch nicht beobachtet und
könnte eine für die Evertebraten spezifische Anpassung an die antarktischen Bedingungen
sein. Hohe RNA Gehalte in den Geweben, zusammen mit hohen RNA
Translationskapazitäten, sorgen im Sommer für eine hohe Syntheseleistung, die durch
niedrige Protein- und RNA-Umsatzraten in der permanenten Kälte noch begünstigt werden.
Mit Hilfe des kompensierten Proteinsyntheseapparates werden nicht nur hohe
Wachstumsleistungen im Sommer erzielt, sondern darüber hinaus auch Proteine und RNA
als Reservestoffe für den Winter angelegt. Die in N. concinna gefundene Erhöhung der in
vivo RNA Translationseffizienz im Winter bestätigen die Existenz nicht ausgenutzter
Kapazitäten, die aber dann eingesetzt werden, wenn RNA aufgrund mangelnder Ressourcen
im Winter abgebaut werden muss. Einige Autoren haben während längerer Hungerperioden
in antarktischen Evertebraten erhöhte Ammoniumausscheidungen beobachtet und vermuten,
dass der Proteinkatabolismus den Evertebraten im Winter als Hauptenergiequelle für den
Stoffwechsel dient (Fraser et al. 2002b; Brockington und Peck 2001; Brockington 2001). Im
Folgenden muss geprüft werden, ob hohe RNA Gehalte verbunden mit hohen RNA
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Translationskapazitäten für alle antarktischen Evertebraten zutreffen. Weitere Studien an
Antarktischen Fischen und Evertebraten müssen darüber hinaus zeigen, ob diese
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